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Le syndrome de Leigh de type canadien français (LSFC) est une maladie mitochondriale 
infantile causée par des mutations dans le gène LRPPRC entraînant une diminution tissu-
spécifique de la cytochrome c oxydase (COX) et des crises d’acidose lactique fatales qui 
surviennent lors d’un stress énergétique. Malheureusement, les facteurs sous-jacents à 
l’apparition de ces crises demeurent inconnus. Ainsi, l’objectif principal de cette étude est de 
mieux comprendre la physiopathologie du LSFC en investiguant les mécanismes d’adaptation 
du métabolisme énergétique. Nous avons précédemment démontré que la déficience en COX 
dans les fibroblastes de patients LSFC était, d’une part, associée à une altération de la 
phosphorylation oxydative (OXPHOS) alors que ces cellules exhibent des taux d’ATP 
inchangés. D’autre part, ces cellules LSFC sont plus susceptibles à la mort lorsqu’incubées 
avec une combinaison de 10 mM de lactate et de 1 mM de palmitate (LP), un modèle de 
surcharge en nutriments mimant les crises chez les patients. Nous avons alors émis l'hypothèse 
que, premièrement, les cellules LSFC arboreraient une reprogrammation métabolique sous le 
contrôle du complexe 1 de la « mamalian Target Of Rapamycin » ou mTORC1, permettant 
une synthèse extra mitochondriale d’ATP. Deuxièmement, un défaut d’activation du senseur 
énergétique, la protéine kinase activée par l’AMP ou AMPK, contribuerait à la plus grande 
susceptibilité des cellules LSFC au LP.  
Nos résultats montrent qu’en conditions basales la voie Akt/mTORC1/p70-S6K est 
surexprimée dans les cellules LSFC par rapport aux cellules témoins. Ceci est associé à une 
augmentation de l’expression du facteur inductible par l’hypoxie (HIF-1α) et de sa cible la 
pyruvate déshydrogénase kinase 1 (PDHK1), un inhibiteur de l'oxydation mitochondriale des 
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glucides via la PDH1 qui est d’ailleurs inhibée dans les cellules LSFC. En accord avec ces 
observations, nos résultats métabolomiques montrent que la contribution du glucose à la 
formation du pyruvate, de l’alanine et du lactate est élevée dans les cellules LSFC 
comparativement aux cellules témoins. De manière inattendue, l’inhibition de mTORC1 par la 
rapamycine n’a aucun effet significatif sur l’expression de HIF-1α et de PDHK1, ni sur les 
taux d’ATP dans les cellules LSFC. Par contre, la rapamycine augmente l’inhibition de PDH1 
et réduit l’expression de LRPPRC et de COX dans ces cellules LSFC. Ces données 
soutiennent pour la première fois une possible régulation de LRPPRC par mTORC1.  
Nous avons également étudié la voie AMPK en réponse à différents stress. L’AMPK 
est activable en réponse au 2,4-dinitrophénol aussi bien dans les cellules témoins que les 
cellules LSFC. Le stress nutritionnel LP ne diminue pas les niveaux d’ATP; mais induit la 
phosphorylation de l’AMPK, la surexpression de SIRT1, COXIV et LRPPRC dans les cellules 
témoins. Un prétraitement au ZMP, un analogue de l’AMP et activateur de l’AMPK, 
augmente encore plus les effets observés avec le LP. Tous ces changements en réponse au LP 
sont abolis dans les cellules LSFC. De façon intéressante, le traitement de nos cellules avec le 
2-bromopalmitate, un analogue non métabolisable du palmitate, n’induit pas la 
phosphorylation de l’AMPK même dans les cellules témoins. Ces résultats suggèrent que le 
métabolisme du palmitate est requis pour l’activation de l’AMPK et que celui-ci est altéré 
dans les cellules LSFC. 
En conclusion, les cellules LSFC présentent une reprogrammation métabolique de type 
effet Warburg. mTORC1 ne joue pas de rôle clé dans le maintien de niveaux d’ATP, mais son 
activation est primordiale pour l’expression de LRPPRC et COX. Par ailleurs, les mécanismes 
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de défense via l’AMPK en réponse au stress, notamment nutritionnel, semblent altérés dans 
les cellules LSFC. 




Leigh syndrome French-Canadian type (LSFC) is an infantile mitochondrial disease caused by 
mutations in the LRPPRC gene resulting in a tissue-specific decrease in cytochrome c oxidase 
(COX) and fatal lactic acidosis crises which occur during stressful situations. The 
pathophysiology underlying this disease and the factors that precipitate these crises remain 
unknown. Thus, the main objective of this study was to explore adaptive mechanisms of 
energy metabolism. Our group demonstrated that COX deficiency in patients’ LSFC 
fibroblasts was associated with a reduction in oxidative phosphorylation (OXPHOS) capacity 
in the absence of any changes in ATP levels. On the other hand, we have demonstrated that 
LSFC cells showed premature cell death when treated with 10 mM lactate and 1 mM palmitate 
(LP), a model of nutrient overload. We hypothesized that LSFC cells may display metabolic 
reprogramming under the control of the mamalian target of rapamycin complex 1 (mTORC1), 
allowing for extra mitochondrial ATP synthesis. We also thought that alteration of the AMP 
activated protein kinase (AMPK) activity, an energy sensor, may contribute to the greater 
susceptibility of the LSFC cells to LP.  
Our results show that the Akt/mTORC1/p70S6K pathway is upregulated in LSFC cells 
relative to controls. This is associated with an increase in the expression of hypoxia inducible 
factor (HIF-1α) and its target pyruvate dehydrogenase kinase (PDHK1) resulting in an 
increase in the phosphorylated and inhibitory form of PDH1, the gatekeeper of mitochondrial 
glucose oxidation. Consistent with this, glucose contribution to the formation of pyruvate, 
alanine and lactate is increased in LSFC cells compared to controls. Unexpectedly, inhibition 
of mTORC1 by rapamycin has no effect on the expression of HIF-1α and PDHK1, nor on 
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ATP levels in LSFC cells. However, it increases PDH1 phosphorylation and reduces the 
expression of LRPPRC and COX in LSFC cells. This is the first time that LRPPRC regulation 
by mTORC1 is reported.  
We have also studied the AMPK activation in response to various stresses. AMPK is 
activated in response to 2,4-dinitrophenol similarly both in control and LSFC cells. Treatment 
with LP, a nutritional stress, does not decrease ATP levels; but does induce phosphorylation of 
AMPK, and overexpression of SIRT1, COXIV and LRPPRC proteins in the control cells. 
Pretreatment with ZMP, an AMPK-specific activator, further increases the effects of LP. All 
these changes in response to LP are abolished in LSFC cells. Interestingly, treatment with 2-
Bromopalmitate, a non-metabolizable analog of palmitate, does not induce the 
phosphorylation of AMPK in the control cells. These data suggest that palmitate metabolism is 
required for AMPK activation and this is prevented in LSFC cells.  
In conclusion, LSFC cells exhibit a Warburg-like metabolic reprogramming. mTORC1 
doesn’t play a key role in maintaining ATP levels but its activation is required for LRPPRC 
and COX expression. Moreover, adaptive mechanisms in response to nutrient stress via 
AMPK, appear altered in the LSFC cells.  







Tables des matières 
Résumé ...................................................................................................................................... iii 
Abstract ..................................................................................................................................... vi 
Tables des matières ................................................................................................................ viii 
Liste des tableaux ...................................................................................................................... x 
Liste des figures ........................................................................................................................ xi 
Liste des abréviations ............................................................................................................ xiii 
Remerciements ........................................................................................................................ xx 
Avant-propos .......................................................................................................................... xxi 
CHAPITRE I - INTRODUCTION.......................................................................................... 1 
I.1- LA MITOCHONDRIE ET SES DÉSORDRES .............................................................. 2 
I.1.1- La mitochondrie : un générateur énergétique ................................................................ 4 
I.1.1.1. Métabolisme intermédiaire ..................................................................................... 4 
I.1.1.2. Phosphorylation oxydative ................................................................................... 15 
I.1.2- Les désordres mitochondriaux .................................................................................... 20 
I.1.2.1. Mutations génétiques ............................................................................................ 20 
I.1.2.2. Altérations métaboliques ...................................................................................... 23 
I.1.2.3. Prise en charge ...................................................................................................... 26 
I.1.3- Le Syndrome de Leigh de type canadien français ....................................................... 29 
I.1.3.1. Caractéristiques .................................................................................................... 29 
I.1.3.2. Mécanismes physiopathologiques ........................................................................ 32 
I.1.3.3. Prise en charge du LSFC ...................................................................................... 39 
I.2- LES MÉCANISMES D’ADAPTATION DU MÉTABOLISME ÉNERGÉTIQUE : 
RÉGULATION MOLÉCULAIRE........................................................................................ 41 
I.2.1- La protéine kinase activée par AMP : AMPK ............................................................. 43 
I.2.1.1. Structure et régulation de l’AMPK ....................................................................... 43 
I.2.1.2. AMPK, un senseur énergétique ............................................................................ 51 
 
ix 
I.2.2- La « mammalian target of rapamycin » ou mTOR ..................................................... 56 
I.2.2.1. Structure et régulation de mTOR.......................................................................... 56 
I.2.2.2. mTOR, un senseur énergétique ............................................................................ 61 
CHAPITRE II - QUESTIONS DE RECHERCHE, HYPOTHÈSES ET APPROCHE 
EXPÉRIMENTALE ............................................................................................................... 68 
II.1- Questions de recherche et objectif ................................................................................ 69 
II.2- Hypothèses....................................................................................................................... 71 
II.3- Approche expérimentale ................................................................................................ 73 
CHAPITRE III - RÉSULTATS ............................................................................................. 80 
III.1- Rôle de mTOR dans le métabolisme énergétique ...................................................... 81 
Premier manuscrit ................................................................................................................. 81 
III.2- Étude de la voie de l’AMPK en réponse au stress nutritionnel .............................. 114 
Deuxième manuscrit ........................................................................................................... 114 
CHAPITRE IV - DISCUSSION .......................................................................................... 142 
CHAPITRE V - CONCLUSION ......................................................................................... 167 
BIBLIOGRAPHIE ..................................................................................................................... i 





Liste des tableaux 
Tableau I. Liste des mutations codant pour les composantes structurelles et les 
facteurs d’assemblage des complexes mitochondriaux. .............................. 22 




Liste des figures 
Figure 1. La structure de la mitochondrie. ......................................................................... 3 
Figure 2. Régulation du complexe de la pyruvate déshydrogénase par les nutriments et 
les cofacteurs. ........................................................................................................ 6 
Figure 3. Le système carnitine : transport des acides gras à longue chaîne dans la 
mitochondrie. ......................................................................................................... 8 
Figure 4. La β-oxydation des acides gras dans la mitochondrie. .................................... 10 
Figure 5. Le cycle de Krebs. ............................................................................................... 12 
Figure 6. Principales réactions anaplérotiques mitochondriales. ................................... 14 
Figure 7. La chaîne respiratoire mitochondriale et l’ATP synthase. ............................. 16 
Figure 8. Structure de l’AMPK. ........................................................................................ 45 
Figure 9. Les rôles de l’AMPK dans la régulation du métabolisme énergétique. ......... 55 
Figure 10. Structure, régulation et rôles de mTOR dans l’organisme. ............................ 60 
Figure 11. Taux d’ATP produit par glycolyse versus phosphorylation oxydative. ........ 62 
Figure 12. Schéma résumant les principales voies de régulation du métabolisme du 
glucose par mTOR abordées dans cette thèse. ................................................. 64 
Figure 13. Schéma résumant les principales voies de régulation de la fonction 
mitochondriale par mTOR et abordées dans cette thèse. ............................... 66 
Figure 14. Schéma illustrant la première hypothèse. ......................................................... 71 
Figure 15. Schéma illustrant la deuxième hypothèse. ........................................................ 72 
Figure 16. Protéines impliquées dans la régulation de la glycolyse aérobique évaluées 
dans l’étude. ......................................................................................................... 75 
Figure 17. Activation de l’AMPK en réponse à différents types de stress. ...................... 78 
Figure 18. Expression génique et protéique des régulateurs de la glycolyse ................. 149 
Figure 19. Expression protéique des enzymes anaplérotiques. ....................................... 153 
Figure 20. Expression génique de c-Myc en conditions basales. ..................................... 154 
Figure 21. Hypothèse de la régulation de LRPPRC par mTOR. .................................... 157 
Figure 22. Reprogrammation métabolique des cellules LSFC. ...................................... 158 
 
xii 
Figure 23. Effet de l’inhibition de l’activité de l’AMPK sur la survie cellulaire en 
présence de palmitate/lactate ........................................................................... 160 









Liste des abréviations 
ACC : acétyl-CoA carboxylase 
ADN: acide désoxyribonucléique 
ADNmt : ADN mitochondrial 
ADNn : ADN nucléaire 
ADP : adénosine diphosphate 
AICAR : 5-amino-1-β-D-ribofuranosyl-imidazole-4-carboxamide 
Akt : protéine kinase B 
AMPK : protéine kinase activée par l’AMP 
ARN: acide ribonucléique 
ARNm: ARN messager 
ATM: Ataxia Telangiectasia Mutated 
ATP: adénosine triphosphate 
ATP6: ATP synthétase 6 
ATP8: ATP synthétase 8 
BCS1 : «Ubiquinol-Cytochrome C Reductase Synthesis» 
BSA : albumine de sérum bovin 
CACT: carnitine-acyl-carnitine translocase 
CaMKK: «Calcium/Calmodulin-Dependent Kinase Kinase» 
CBM : domaine de liaison aux glucides 
CBS : cystathionine-β- synthase 
CPT : carnitine-palmitoyl-transférase 
CoQ : coenzyme Q 
 
xiv 
CoASH/HSCoA : coenzyme A 
COX : cytochrome c oxydase 
COXIV: sous-unité IV de COX 
CS: citrate synthase 
Cyt: cytochrome 
DCA: dichloroacétate 
DMEM: «Dulbecco's Modified Eagle's Medium» 
DMSO : diméthylsulfoxyde 
DNP : 2,4-dinitrophénol 
4EBP1 : protéine de liaison au facteur d’initiation 4E 
eEF-2-kinase : protéine kinase du facteur d’élongation 
eIF4E : facteur d’initiation de la traduction 
ENTH: «Epsin N-Terminal Homology» 
ETF : flavoprotéine de transfert d’électron 
ETF-DH : déshydrogénase de transfert d’électron 
FAD : flavine adénine dinucléotide 
FADH2: flavine adénine dinucléotide réduit 
FAS : acides gras synthase 
FBS : sérum fétal bovin 
FMN : flavine mononucléotide 
FOX01 : «Forkhead Box Transcriptional Factor 01» 
G6Pase : glucose-6-phosphate 
GAP : glycéraldéhyde 3 phosphate 
 
xv 
GCMAS : chromatographie de gaz couplée au spectromètre de masse  
GDH : glutamate déshydrogénase 
GLS : glutaminase 
GLUT1 : transporteur du glucose 1 
GLUT4 : transporteur du glucose 4 
GPAT : glycérol-3-phosphate acyl-transférase 
GTP: guanosine triphosphate 
H2O2 : peroxyde d’hydrogène 
HIF-1 α: « Hypoxia Inducible Factor » 
HMG-CoR : 3-hydroxy-3-méthylglutaryl-coenzyme A réductase 
HO.: hydroxyl 
-KG: α ketoglutarate  
LAMTOR1: late endosomal/lysosomal adaptor and mitogen-activated protein kinase and 
mTOR activator 1 
LHON : neuropathie optique héréditaire de Leber 
LKB1 : protéine suppresseur de tumeurs 
LRPPRC ou LRP130: «Leucine-Rich PPR-motif Containing Protein» 
LSFC : syndrome de Leigh, de type canadien français 
LDHA : lactate déshydrogénase 
MAM: « mitochondrial-associated ER membrane » 
ME : enzyme malique  
MELAS : syndrome d’encéphalopathie mitochondriale avec acidose lactique et des 
pseudoaccidents vasculaires cérébraux 
 
xvi 
MERRF: «Myoclonic epilepsy with ragged-red fibers » 
MO25 : «Mouse protein 25-α» 
MOMP : perméabilisation de la membrane externe mitochondriale 
MPC : « Mitochondrial Pyruvate Carrier» 
MPE : pourcentage d’enrichissement molaire  
mRNP: complexe ribonucléoprotéique nucléaire 
mSin1: «mammalian Stress-activated MAP Kinase-interacting protein 1» 
mTOR: «Mammalian Target Of Rapamycin» 
NAD : nicotinamide adénine dinucléotide 
NADH,H+ : nicotinamide adénine dinucléotide réduit 
OAA: oxaloacetate 
O2-. : anion superoxyde 
ONOO- : anion peroxinitrite 
P70 S6K: Ribosomal protein S6 kinase beta-1 
PBS : tampon phosphate salin 
PC : pyruvate carboxylase 
pCO2 : pression partielle du gaz carbonique 
PDC : complexe de la pyruvate déshydrogénase 
PDH1 : pyruvate déshydrogénase E1  
PDHK1 : pyruvate déshydrogénase kinase 1 
PEPCK : phosphoénolpyruvate carboxykinase 
PFK2 : phosphofructokinase 
 
xvii 
PGC1-α : co-activateur transcriptionnel 1α du récepteur activé par les proliférateurs des 
peroxysomes 
PHD : «prolyl hydroxylase domain»  
PK: pyruvate kinase 
PP : phosphatases 
PPR : motif répété de pentatricopeptide 
POLRMT: ARN polymérase mitochondriale  
PRAS40: «Prolin Rich Akt Substrate 40 KDa» 
Protor 1/2 : «Protein observed with Rictor 1 and 2» 
PTP : pore de transition de perméabilité mitochondriale 
RabGAP: «Rab GTPase-Activating Protein» 
Raptor: «Regulatory-associated protein of mTOR» 
Rheb : «Ras Homolog Enriched in Brain» 
Rictor: «Rapamycin-insensitive companion of TOR» 
ROS : espèces réactives oxygénées 
SCO : «Cytochrome C Oxidase Assembly Protein» 
SDH : succinate déshydrogénase 
SDS : sodium dodécyl sulfate 
SEC1 : «SECretory 1» 
SERBP1c: «Sterol Regulatory Element Binding Protein 1c» 
SGK1: serum and glucocorticoid-induced protein kinase 1 
SIRT1: sirtuine 1 
siRNA: «Small Interfering RNA» 
 
xviii 
SLIRP: «Stem- Loop Interacting RNA Binding Protein» 
Ste20: «Sterile 20 Group Kinases» 
STRAD: «Ste20-Related Adaptor Protein» 
SURF1 : «Surfeit gene 1» 
TCA : cycle acide tricarboxylique 
TFAM : facteur de transcription mitochondrial  
TSC1/TSC2 : «Tuberous Sclerosis Complex»  
ULK1 : «Unc-51-Like Kinase 1» 
UQCRB : gène codant pour la protéine ubiquinol-cytochrome c réductase qui lie l’ubiquinone 




« Je puis tout par celui qui me fortifie »  





Tout au long de ma vie étudiante, j’ai eu la chance d'être entourée par des personnes 
qui m'aiment, me protègent, me motivent et m'encouragent. Merci à Dieu pour tous ces 
privilèges. 
Merci papa. Merci maman. Merci pour votre amour, votre soutien, et vos prières. J'ai 
eu un soutien indéniable de votre part depuis que j’ai décidé de faire un doctorat. Vous m'avez 
encouragé dans ma décision et motivé tout au long de ces 4 ans. Merci infiniment pour tous les 
sacrifices que vous avez fait enfin que je puisse avoir la meilleure éducation. 
Merci à mes frères (Yves et Dave) et mes sœurs (Yvonne et Doris). Merci pour votre 
présence et votre soutien moral. Un merci spécial à toi ma Dodo, car au-delà d'une grande 
sœur, tu es ma meilleure amie; toujours là pour moi à tout moment. 
Un grand merci à mes directrices Lise et Christine. 7 ans maintenant qu'on travaille 
ensemble. J'ai tout simplement grandi avec vous en tant que personne et en tant que 
scientifique. Chacune de vous a su influencer la femme que je suis devenue. Merci pour 
l'écoute, pour les conseils et pour tous vos encouragements. 
Merci à chaque membre de mon labo : Bertrand, Annick, Caroline, Isabelle, Julie, 
Marie Ève, Matthieu et la dernière et non la moindre Sandra! Ça a été un plaisir de travailler 
avec vous tous. 
Je tiens à remercier tous les organismes qui ont subventionné mes travaux. Je remercie 
également tous les membres du consortium d'acidose lactique pour leurs collaborations 
fructueuses. Plus particulièrement, je tiens à remercier l'association de l'acidose lactique pour 
tous leurs efforts et leur implication dans la recherche sur la maladie. 
 




Le syndrome de Leigh est la maladie mitochondriale infantile la plus commune dans le 
monde. Sa variante canadienne, le syndrome de Leigh de type canadien français (LSFC), 
retrouvée principalement au Québec, a une prévalence d’une naissance sur 2000 et un taux de 
mortalité dépassant les 80%. Le LSFC a été décrit en 1980, mais il a fallu attendre plus de 20 
ans avant qu’il n’y ait des avancées significatives sur cette maladie. Le gène muté responsable 
de ce syndrome fût découvert seulement en 2003. Grâce à une volonté étonnante des familles 
des patients, un consortium de recherche a été créé en 2007. Je suis membre de ce consortium 
depuis 2010. Celui-ci représente 28 chercheurs membres actifs issus de différentes disciplines. 
Notre principal objectif est de mieux comprendre les mécanismes physiopathologiques du 
LSFC et éventuellement de développer des thérapies. Mon rôle au sein du consortium est 
d’étudier les voies de signalisation impliquées dans la régulation du métabolisme énergétique 
et d’identifier des cibles thérapeutiques potentielles. Ce projet de recherche entre dans le cadre 
des recherches menées par ce consortium. 
Le LSFC est une maladie rare dans le reste du monde et très peu étudiée. J’ai 
commencé mes recherches sur cette maladie au cours de ma maitrise, ne disposant d’aucune 
information dans la littérature sur le métabolisme énergétique des cellules de patients atteints 
de LSFC. J’ai ainsi débuté mes travaux par une caractérisation de la voie de l’AMPK, voie 
régulatrice par excellence du métabolisme énergétique. Les données générées durant ma 
maîtrise ont servi de base pour l’élaboration de mon projet de doctorat présenté dans le présent 
manuscrit. Elles m’ont notamment orienté vers une deuxième voie régulatrice majeure, la voie 
mTOR. Pour ce projet de doctorat, les mécanismes physiopathologiques sont mis de l’avant. 
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Je voudrais souligner les limites en ce qui concerne le modèle expérimental disponible pour 
l’étude des maladies mitochondriales. D’une part, l’introduction de mutations mitochondriales 
dans un modèle murin demeure un défi majeur très coûteux; et d’autre part le phénotype 
résultant diffère parfois entre la souris et l’homme. Ainsi, le modèle murin knock-in porteur de 
la mutation est létal au niveau embryonnaire, de même que l’ablation totale du gène LRPPRC 
(Leucine-Rich PPR-motif Containing Protein) responsable du LSFC. Quant à la souris knock-
out spécifique pour le foie, celle-ci présente un phénotype plus sévère que celui retrouvé chez 
l’humain. Les fibroblastes primaires des patients facilement accessibles et manipulables 
restent donc le modèle privilégié pour l’étude des mécanismes physiopathologiques. C’est ce 
modèle qui a été utilisé pour mon projet de recherche. Il est également communément utilisé 
dans la recherche sur les autres maladies mitochondriales. 
Dans la présente thèse, vous trouverez une première partie, soit l’introduction, qui 
englobe deux grands chapitres. Dans le premier chapitre, je parle du fonctionnement et du rôle 
de la mitochondrie dans l’organisme. J’y aborde également les mécanismes et les 
caractéristiques de l’ensemble des maladies mitochondriales ainsi que leur prise en charge. 
Enfin, j’énumère dans ce chapitre les caractéristiques et les mécanismes physiopathologiques 
du LSFC. Parce qu’on dispose de peu d’informations sur le LSFC, j’ai choisi de présenter le 
métabolisme mitochondrial avant d’introduire le LSFC pour mieux le cerner en tant que 
maladie mitochondriale, du phénotype aux différents mécanismes physiopathologiques 
potentiellement impliqués. Le deuxième chapitre de l’introduction est une revue sur les 
mécanismes de régulation du métabolisme énergétique. Dans ce chapitre, je présente deux 
grandes voies régulatrices de l’équilibre énergétique à savoir la voie AMPK et la voie mTOR. 
Ces deux voies sont des cibles thérapeutiques privilégiées dans les maladies mitochondriales.  
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Dans la deuxième partie de cette thèse, je présente mon projet de recherche. Les 
hypothèses, les objectifs et l’approche expérimentale sont formulés. Les résultats sont 
présentés sous forme d’articles scientifiques. 
Enfin, une troisième partie de cette thèse est consacrée à la discussion. Dans cette 
partie, j’apporte une intégration des résultats obtenus en me basant sur la documentation. J’y 
propose également des expériences à venir pour aller plus loin dans la connaissance des 
mécanismes physiopathologiques du LSFC. 
Dans l’ensemble, cette thèse résume les dernières avancées dans la recherche sur le 
LSFC. Mes travaux apportent, pour la première fois, un éclaircissement sur les mécanismes 
moléculaires impliqués dans la physiopathologie du LSFC qui pourront servir de cibles pour la 







































CHAPITRE I - INTRODUCTION 
 
2 
I.1- LA MITOCHONDRIE ET SES DÉSORDRES 
 
La mitochondrie est un organite présent en nombre variable dans presque toutes les 
cellules du corps humain. Elle est dite d’origine bactérienne, car elle dérive d’une 
endosymbiose entre les cellules procaryotes et eucaryotes, ce qui lui confère une anatomie 
distincte des autres organelles de l’organisme (18, 261). Structurellement, elle est composée 
d’une matrice et d’un espace intermembranaire délimités par deux membranes : une 
membrane externe uniforme et continue, et une membrane interne qui forme des crêtes (Figure 
1, p. 3). Elle possède son propre génome, l’acide désoxyribonucléique mitochondrial 
(ADNmt) qui comprend 37 gènes dont deux codent pour des ARN ribosomaux, 22 pour des 
ARN de transfert, et 13 pour des ARN messagers (ARNm) d’un sous-groupe de protéines de 
la chaîne respiratoire (52, 221). Ainsi, la majeure partie d’un millier de protéines présentes 
dans la mitochondrie est codée par l’ADN nucléaire (ADNn) puis transportée vers la 
mitochondrie (32, 195). 
 
La mitochondrie participe à plusieurs fonctions cellulaires attribuées à sa morphologie 
dynamique. À travers des processus de fusion et de fission, de la biogenèse et de l’autophagie; 
la mitochondrie joue un rôle dans la transduction du signal, la régulation du cycle cellulaire, le 
stress oxydatif, la thermogenèse, l’homéostasie calcique et l’apoptose (33, 260). Néanmoins, 
le principal rôle de la mitochondrie est de synthétiser l’énergie sous forme d’adénosine 
triphosphate (ATP) (18). Dans cette introduction, je mettrai l’accent principalement sur le rôle 








Figure 1. La structure de la mitochondrie. 
Figure tirée de Biochemistry 5th Edition, Figure 18.3, 2002 (17). 
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I.1.1- La mitochondrie : un générateur énergétique 
La mitochondrie est le siège des réactions du métabolisme intermédiaire et de la 
phosphorylation oxydative (18), des processus impliqués dans la production énergétique et 
décrits dans les sections ci-dessous.  
I.1.1.1. Métabolisme intermédiaire 
Le métabolisme intermédiaire désigne l’ensemble de réactions anaboliques et 
cataboliques des principaux substrats énergétiques soient le glucose, les acides gras et les 
acides aminés. Je discuterai uniquement des principales réactions cataboliques ayant lieu dans 
la mitochondrie pour générer les substrats utilisés dans la synthèse d’ATP. Il s’agit notamment 
de la décarboxylation oxydative du pyruvate, de la β-oxydation des acides gras, et enfin du 
cycle de Krebs. Les deux premiers processus génèrent l’acétyl-CoA qui est ensuite oxydé dans 
le cycle de Krebs pour donner les coenzymes réduits, substrats de la phosphorylation 
oxydative (17). 
a. La décarboxylation oxydative du pyruvate 
Le pyruvate provient principalement de la dégradation du glucose via la glycolyse. 
Celle-ci a lieu dans le cytosol et permet la formation du pyruvate, de deux molécules d’ATP et 
de deux molécules de nicotinamide adénine dinucléotide réduit (NADH, H+). Durant ce 
processus, le glucose est transformé en glucose-6-phosphate (G-6-P) par une hexokinase, puis 
en fructose 6 phosphate et enfin en fructose 1,6 biphosphate. Ce dernier est alors clivé pour 
former du dihydroxyacétone phosphate et du glycéraldéhyde 3 phosphate (GAP). Une série de 
réactions enzymatiques transforme ensuite le GAP en pyruvate. À cette étape, le pyruvate peut 




En présence d’oxygène, le pyruvate entre dans la matrice mitochondriale via le 
transporteur mitochondrial du pyruvate (MPC - Mitochondrial Pyruvate Carrier) et subit une 
décarboxylation oxydative. La décarboxylation oxydative est une réaction irréversible 
catalysée par le complexe de la pyruvate déshydrogénase (PDC). Le PDC est composé de six 
sous-unités : trois enzymes : la pyruvate déshydrogénase E1 (PDH1), la dihydrolipoamide S-
acétyltransférase E2, et la dihydrolipoyl déshydrogénase E3 ; deux protéines régulatrices : la 
PDH kinase (PDHK) et la PDH phosphatase (PDP) ; et une protéine de liaison au E3 (E3 
Binding protein- E3BP) (17, 199, 226). La PDC convertit le pyruvate et le NAD+ en acétyl-
CoA, NADH, H+ et CO2 par la réaction d’oxydation et de réduction suivante :  
Pyruvate + NAD+ + CoA → Acétyl-CoA + NADH,H+ + CO2 
La conversion du pyruvate en acétyl-CoA joue un rôle capital dans le métabolisme 
énergétique assurant un lien entre la glycolyse et le cycle de Krebs. Par ce fait, le complexe 
PDC joue aussi un rôle central dans l’homéostasie énergétique et son activité est étroitement 
régulée par différents nutriments et cofacteurs, mais aussi par différentes enzymes (Figure 2, 
p. 6) (199). L’acétyl-CoA généré entre majoritairement dans le cycle de Krebs, mais peut aussi 





Figure 2. Régulation du complexe de la pyruvate déshydrogénase par les 
nutriments et les cofacteurs. 
Figure tirée de Saunier et al. Int J Cancer. 2016 Feb 15;138(4):809-17 (226). PDHc : 
complexe pyruvate déshydrogénase; PDP : pyruvate déshydrogénase phosphatase; PDK : 
pyruvate déshydrogénase kinase; NAD+ : nicotinamide adénine dinucléotide; NADH : 
nicotinamide adénine dinucléotide réduit; CoA : Coenzyme A; ATP : adénosine triphosphate; 
ADP : adénosine diphosphate; TCA : cycle tricarboxylique. 
 
Dans certaines conditions, notamment anaérobiques ou de maladie mitochondriale, le 
pyruvate peut être transformé par des réactions réversibles en lactate ou en alanine chez les 
organismes supérieurs (17). Ainsi, le lactate et l’alanine peuvent-être une source non 
négligeable de pyruvate via respectivement, la lactate déshydrogénase (LDH) et l’alanine 
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aminotransférase (ALT). Du point de vue du bilan énergétique, l’oxydation mitochondriale du 
pyruvate crée 32 molécules d’ATP comparativement à la fermentation lactique qui produit 
seulement deux molécules d’ATP (17). Toutefois, il existe, chez l’homme, des conditions dites 
de « glycolyse aérobique » où malgré la présence d’oxygène, le pyruvate est transformé en 
lactate plutôt qu’en acétyl-CoA (143). Il s’agit notamment de conditions de prolifération 
cellulaire ou encore inflammatoire. Dans ces conditions, on observe une activation du flux 
glycolytique importante de telle façon que la fermentation lactique produit plus d’ATP que 
l’oxydation mitochondriale (73, 292).  
b. La -oxydation des acides gras libres 
La -oxydation des acides gras libres a lieu dans la matrice mitochondriale (17, 259). 
Cela nécessite préalablement une étape d’activation i.e. la liaison d’un CoA à l’acide gras pour 
former un acyl-CoA sous l’action de l’acyl-CoA synthétase. Les acides gras à chaînes 
moyenne et courte (nombre de carbones inférieurs à 14) traversent librement les membranes 
interne et externe de la mitochondrie, et leur activation a lieu directement dans la matrice par 
une acyl-CoA synthétase matricielle. Par contre, l’activation des acides gras à chaîne longue 
(nombre de carbone supérieur ou égal à 14) s’effectue dans la membrane externe de la 
mitochondrie. L’acyl-CoA à chaîne longue ne peut traverser librement la membrane interne, 
donc il est transporté dans la matrice par le système de carnitine illustré ici-bas par la Figure 3 
(p.8). Au niveau de la membrane externe, la carnitine se lie à l’acyl-CoA pour former l’acyl-
carnitine, une réaction catalysée par la carnitine-palmitoyl-transférase 1 (CPT1). L’acyl-
carnitine libéré dans l’espace inter membranaire est pris en charge par l’acyl-carnitine 
translocase pour traverser la membrane interne. Dans la matrice, l’acyl-carnitine est 
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retransformé en acyl-CoA par une réaction réversible catalysée par la CPT 2 (17, 259). Lors 
des défauts de la -oxydation, il y a accumulation d’acyl-carnitines, leur relâchement par la 
cellule et leur augmentation dans le plasma (3). Les acyl-carnitines servent ainsi de marqueur 
pour la fonction de la -oxydation.  Par ailleurs, une accumulation de l’acétyl-CoA par un 
défaut ou un blocage du cycle de Krebs ou une augmentation de la décarboxylation du 
pyruvate, peut favoriser l’acétylation de la carnitine dans la matrice par la carnitine acétyl 
transférase pour former l’acétylcarnitine (3). Ainsi, l’accumulation d’acétylcarnitines dans le 
plasma reflète une dysfonction mitochondriale. 
 
Figure 3. Le système carnitine : transport des acides gras à longue chaîne 
dans la mitochondrie. 
Figure tirée de Wong GK et al. Anesthesiology. 2011 Jun;114(6):1417-24 (268). CoA : 
Coenzyme A ; CPT1 : carnitine-palmitoyl-transférase ; CACT : acyl-carnitine translocase ; 
CAT : carnitine acétyl transférase. 
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Dans la matrice mitochondriale, l’acyl-CoA est oxydé en quatre étapes soit une 
déshydrogénation, une hydratation, une deuxième déshydrogénation et enfin un clivage qui 
libère un acyl-CoA privé de deux carbones qui servira de substrat pour le tour suivant, de 
même qu’un acétyl-CoA (Figure 4, p. 10) (17, 259). À chaque tour de cycle, une molécule de 
flavine adénine dinucléotide réduit (FADH2) et une molécule de NADH, H
+ sont libérées dans 
la matrice. Pour un acide gras à 2n carbones, (n-1) tours d’oxydation sont nécessaires pour la 
formation de n acétyl-CoA. Par exemple, le palmitoyl-CoA (16 carbones) sera dégradé en huit 
acétyl-CoA au cours de sept tours de β-oxydation et produira sept molécules de FADH2 et sept 
molécules de NADH, H+. Dans le cas d’un acide gras avec un nombre impair (2n+1) de 
carbones, le clivage libère (n-1) acétyl-CoA et un propionyl-CoA. La -oxydation des acides 
gras libres est une bonne source d’énergie. L’oxydation complète du palmitate, l’acide gras 







Figure 4. La β-oxydation des acides gras dans la mitochondrie. 
Figure tirée de Biochemistry 5th Edition, section 22.2, 2002 (17). NAD: nicotinamide adénine 
dinucléotide, FAD: flavine adénine dinucléotide. 
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c. Le cycle de Krebs 
Le cycle de Krebs, appelé aussi le cycle de l’acide citrique, constitue l’étape commune 
finale du catabolisme oxydatif des glucides et des acides gras (17, 259). La dégradation de ces 
macronutriments résulte en la formation de l’acétyl-CoA qui est oxydé à son tour en deux 
molécules de CO2. Le métabolisme des acides aminés contribue également à l’homéostasie 
énergétique par le biais du cycle de Krebs (17, 259). En effet, les squelettes carbonés des α-
cétoacides issus de la dégradation des acides aminés peuvent être convertis en différents 
composés, dont des intermédiaires du cycle de Krebs.  
Le cycle de Krebs a lieu dans la matrice mitochondriale. Il comprend huit réactions 
enzymatiques, présentées dans la Figure 5 (p. 12), qui se résument en trois grandes étapes (17, 
259). À chaque tour d’oxydation, une molécule d’acétyl-CoA réagit avec une molécule 
d’oxaloacétate (OAA) pour former du citrate. La première étape du cycle consiste à 
transformer le citrate en isocitrate par deux réactions enzymatiques de déshydratation et de 
réhydratation. La deuxième étape est une série de trois réactions de décarboxylation 
permettant de convertir l’isocitrate en succinate, en passant par l’ cétoglutarate (KG). 
Enfin, la troisième étape permet la régénération de l’OAA par une suite de trois réactions de 
déshydrogénation, d’hydratation et de déshydrogénation. À chaque tour, le cycle libère de 
l’énergie sous forme d’une molécule de guanosine triphosphate (GTP) et génère des 
coenzymes réduits, soit une molécule de FADH2 et trois molécules de NADH, H
+, qui seront 





Figure 5. Le cycle de Krebs. 
Figure tirée de Biochemistry 5th Edition, section 17.1, 2002 (17).  NADH,H+ : nicotinamide 








Le cycle de Krebs forme donc un pont entre le métabolisme du glucose et des acides 
gras d’une part, et la phosphorylation oxydative d’autre part. Une altération du métabolisme 
telle qu’une diminution de l’activité du PDC et par conséquent la formation d’acétyl-CoA ; 
ralentit le cycle de Krebs et la génération des coenzymes réduits (2, 226). Il en résulte une 
diminution de l’activité de la chaîne respiratoire mitochondriale. Réciproquement, une 
dysfonction de la phosphorylation oxydative entraîne une accumulation des coenzymes 
réduits, un débalancement dans les intermédiaires du cycle de Krebs et une dysfonction de 
celui-ci (17, 60, 226). L’équilibre autour du cycle de Krebs est primordial pour la fonction et 
la survie cellulaire (61, 194). 
  
Il existe, autour du cycle de Krebs, des réactions qui servent à maintenir les concentrations des 
intermédiaires du cycle de Krebs et qui permettent son bon fonctionnement (61, 194).  
Notamment, on observe une perte d’un ou plusieurs intermédiaires du cycle qui peut être plus 
ou moins importante selon les conditions de la cellule. Par exemple, les composés à 4 ou 5 
carbones du cycle de Krebs issus de la dégradation des acides aminés peuvent être redirigés 
vers la synthèse des acides gras ou la néoglucogenèse. En contrepartie, il existe une 
régénération du pool des intermédiaires ou l’anaplérose à travers cinq principales réactions  





Branched-chain amino acids, 
propionate, fatty acids
 
Figure 6. Principales réactions anaplérotiques mitochondriales. 
Adaptée de Ochoa-Ruiz et al. Am J Mol Biol.2012, 2, 291-303 (190). 
(1) La pyruvate carboxylase (PC) catalyse la première réaction anaplérotique soit la 
conversion du pyruvate en oxaloacétate (OAA) dans la matrice mitochondriale. (2) L’aspartate 
aminotransférase, à travers la transamination de l’aspartate, génère également l’OAA. L’OAA 
peut ensuite entrer dans le cycle de Krebs ou être transformé en malate. Ce dernier peut 
traverser la membrane mitochondriale et être reconverti en pyruvate par l’enzyme malique 
(ME). (3) La proprionyl-CoA carboxylase catalyse la formation du succinyl-CoA à partir des 
précurseurs du propionyl-CoA à savoir les acides aminés, le propionate et les acides gras. (4) 
La glutaminase (GLS) catalyse la conversion de glutamine en glutamate qui est converti en α-
kétoglutarate par la glutamate déshydrogénase (GDH) (5) (61, 190, 194).  
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I.1.1.2. Phosphorylation oxydative 
 L’oxydation phosphorylante (OXPHOS) ou phosphorylation oxydative est une série de 
réactions d’oxydoréduction des coenzymes réduits (NADH, H+ et FADH2) couplée à la 
phosphorylation d’adénosine diphosphate (ADP) en ATP (17). Elle a lieu dans la membrane 
interne des mitochondries et  s’effectue au sein de cinq complexes protéiques (I, II, III, IV et 
V) (Figure 7, p. 16). Les quatre premiers complexes forment la chaîne respiratoire ou chaîne 
de transport d’électrons et le cinquième complexe est une ATP synthase, qui, comme son nom 
l’indique, est responsable de la synthèse d’ATP. La chaîne respiratoire comprend également 
deux petites molécules mobiles : le coenzyme Q (CoQ) ou ubiquinone, et le cytochrome c. Le 
CoQ permet le transport des électrons des complexes I et II vers le complexe III alors que le 
cytochrome c transfère les électrons du complexe III vers le complexe IV.  De plus, les 
enzymes  glycérol 3- phosphate déshydrogénease et l’ETF-Coenzyme oxydoréductase sont 
indispensables à l’OXPHOS et  participent à l’entrée des électrons dans la mitochondrie. La 
phosphorylation oxydative joue un rôle fondamental dans la respiration cellulaire et permet la 






Figure 7. La chaîne respiratoire mitochondriale et l’ATP synthase. 
Adaptée de Biochemistry 5th Edition, section 18.1, 2002 (17) et de DiMauro S., Biochim 
Biophys Acta, 1658, 80-88, 2004 (62). e- : électrons, H+ : protons, CoQ : Coenzyme Q, Cyt c : 
cytochrome c, TCA cycle : cycle acide tricarboxylique, O2 : dioxygène, H2O : eau, ADP : 
adénosine diphosphate, ATP : adénosine triphosphate. 
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a. La chaîne de transport d’électrons 
Les complexes I, II, III, et IV de la chaîne respiratoire comportent des systèmes 
d’oxydoréduction qui vont transférer les électrons des coenzymes réduits, NADH, H+ et 
FADH2, vers l’oxygène (O2) (17). Le rôle de chaque complexe dans le transport des électrons 
est décrit ci-dessous. 
Le complexe I est formé de 45 sous-unités codées à la fois par l’ADNmt et l’ADNn 
(31). C’est une enzyme NADH-coenzyme Q-oxydoréductase qui possède une flavine 
mononucléotide (FMN) et six centres fer-soufre. Le complexe I catalyse l’oxydation du 
NADH,H+ en NAD+ via la FMN (17). C’est le premier point d’entrée dans la chaîne 
respiratoire transférant les électrons du NADH, H+ sous forme d’ions hydrures H- au CoQ, le 
réduisant en CoQH2 selon la réaction suivante :  
NADH, H+ + CoQ   NAD+ + CoQH2.   
Cette réaction d’oxydoréduction libère de l’énergie qui sert à pomper les protons H+ formés de 
la matrice vers l’espace inter membranaire (17). 
Le complexe II est formé de 4 sous-unités protéiques codées par l’ADNn. Il est aussi 
appelé succinate-coenzyme Q-oxydoréductase et est constitué d’une FAD et de trois centres 
fer-soufre. Il contient l’enzyme succinate déshydrogénase qui catalyse, en présence de FAD+, 
l’oxydation du succinate en fumarate (17). Le complexe II est une composante du cycle de 
Krebs qui forme le deuxième point d’entrée des électrons dans la chaîne respiratoire. Il 
transfère les électrons du FADH2 au CoQ, par les centres fer-soufre, entraînant sa réduction en 
CoQH2. Deux autres enzymes, la glycérol 3-phosphate déshydrogénase et l’ETF-Coenzyme Q 
oxydoréductase, gèrent les électrons du FADH2 généré notamment par la β-oxydation (17).  
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Cette réaction du complexe II  ne libère pas suffisamment d’énergie pour le pompage 
de protons : 
FADH2 + CoQ  FAD + CoQH2. 
Le complexe III est constitué de 11 sous-unités dont une seule est codée par l’ADNmt 
(49). Ce complexe ou coenzyme Q-cytochrome c-oxydoréductase contient les cytochromes b 
et c1 ainsi qu’un centre fer-soufre (17, 49). L’enzyme ubiquinol-cytochrome c-oxydoréductase 
catalyse l’oxydation du CoQH2 et transfère les électrons, un par un, au cytochrome c ferrique 
Fe3+ le réduisant en cytochrome c ferreux Fe2+ selon la réaction suivante :  
CoQH2 + cytochrome c Fe
3+  CoQ + cytochrome c Fe2+ 
Cette réaction libère suffisamment d’énergie pour permettre le transfert de protons H+ de la 
matrice vers l’espace inter membranaire (17).  
Le complexe IV ou cytochrome c oxydase (COX) est composé de 13 sous-unités (17, 
68). Les premières sous-unités (COX1, COX2 et COX3) forment la partie catalytique du 
complexe et sont codées par l’ADNmt alors que les 10 autres sous-unités (COX4, COX5A, 
COX5B, COX6A, COX6B, COX6C, COX7A, COX7B, COX7C et COX8) sont codées par 
l’ADNn (68). Ce complexe possède également deux atomes de cuivre et deux atomes de fer. 
La COX catalyse l’oxydation du cytochrome c ferreux Fe2+ et les électrons libérés servent à 
réduire une molécule d’O2 pour former, dans la matrice, une molécule d’eau selon la réaction 
suivante :  
Cytochrome c Fe2+ + 12 O2   cytochrome c Fe
3+ + H2O. 
La consommation d’O2 ou respiration constitue l’étape finale du transport des électrons et 
libère suffisamment d’énergie pour le pompage de protons H+ vers l’espace inter membranaire 
(17).   
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Les conséquences métaboliques d’une mutation affectant la chaîne respiratoire 
diffèrent selon le complexe mitochondrial qui est dysfonctionnel. Par exemple, le métabolisme 
du glucose génère essentiellement du NADH, H+ qui entre dans la chaîne respiratoire par le 
complexe I (17). L’oxydation des acides gras par contre génère, en plus du NADH, H+, une 
quantité importante de FADH2. Ce dernier entre dans la chaîne mitochondriale par le 
complexe II (17). Chaque molécule de NADH, H+ génère 2,5 molécules d’ATP, tandis qu’une 
molécule de FADH2 formée et oxydée par la chaîne mitochondriale donne 1,5 molécule 
d’ATP, ce qui est non négligeable (17). Ainsi, dans certaines maladies mitochondriales avec 
un déficit du complexe I, les acides gras constituent une bonne source énergétique alternative. 
Notamment, la diète cétogène riche en gras se montre bénéfique pour les patients épileptiques 
avec une déficience du complexe I (23).   
b. La synthèse d’ATP 
La synthèse de l’ATP est une réaction énergétique basée sur la phosphorylation de 
l’ADP en ATP (17). Comme mentionnée précédemment, le flux d’électrons à travers les 
complexes de I à IV s’accompagne d’un déplacement de protons H+ de la matrice vers l’espace 
inter membranaire créant un gradient électrochimique. L’énergie contenue dans ce gradient est 
libérée lorsque les protons passent de l’espace inter membranaire à la matrice et est couplée à 
la synthèse d’ATP. Ces réactions sont catalysées par le complexe V ou l’ATP synthase, une 
enzyme transmembranaire constituée de deux modules : le module FO qui permet le retour des 
ions H+ dans la matrice et le module F1 qui contient le site catalytique de phosphorylation de 
l’ADP (17). Le complexe V est constitué de 16 sous-unités. Deux des sous-unités du module 




La synthèse d’ATP se fait selon la réaction suivante : 
ADP3- + HPO4
2- + H+ ↔ ATP4- + H2O. 
 
I.1.2- Les désordres mitochondriaux  
La mitochondrie est essentielle à l’organisme grâce à son rôle clé dans le métabolisme 
énergétique. La dysfonction mitochondriale a donc été associée à plusieurs maladies 
métaboliques incluant le diabète de type 2, le cancer ou encore les maladies cardiovasculaires 
(15, 172). Toutefois, le terme « maladies mitochondriales » est réservé aux dysfonctions 
mitochondriales d’origine génétique. Les maladies mitochondriales sont les maladies 
métaboliques héréditaires les plus fréquentes dans le monde avec une prévalence d’une 
naissance sur 5000 (228). Elles affectent aussi bien les adultes que les enfants et sont 
caractérisées, entre autres, par un déficit de production d’énergie par la mitochondrie. Elles 
sont complexes de par leur hétérogénéité étiologique et phénotypique. Il n’existe pas de 
traitement curatif et par conséquent, ces maladies sont associées à une forte mortalité (62, 205, 
229).   
I.1.2.1. Mutations génétiques 
Les maladies mitochondriales sont causées par des mutations au niveau de l’ADNmt 
ou au niveau de l’ADNn (9, 229). Elles sont transmises de façon autosomique dominante ou 
récessive. Elles peuvent aussi avoir une transmission maternelle ou liée au chromosome X. 
Les mutations affectent les gènes qui codent pour les composantes structurelles, les facteurs 
d’assemblage des complexes mitochondriaux, les protéines impliquées dans le maintien de 
l’ADNmt ou encore des protéines impliquées dans la synthèse ou l’importation des protéines 
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mitochondriales. Ces mutations conduisent à des défauts de l’OXPHOS, principalement des 
déficiences en un ou plusieurs des complexes mitochondriaux (229). En tout, des centaines de 
mutations de l’ADNmt et l’ADNn ont été répertoriées. 
Chaque complexe mitochondrial est constitué de plusieurs sous-unités codées par 
différents gènes.  Un déficit au niveau d’un complexe peut donc être causé par des mutations 
dans différents gènes résultant en des manifestations cliniques très variées (286). Par exemple, 
la déficience du complexe IV est associée à la myopathie, le syndrome de Leigh ou encore le 
syndrome de Leigh de type canadien français et peut impliquer des mutations dans les gènes 
suivants SURFI, SCO1, SCO2, COX10, COX15, LRPPRC, FASTKD2. Cette hétérogénéité 
étiologique et clinique rend complexe l’étude des maladies mitochondriales. Dans le tableau 
ci-dessous (Tableau 1, p. 22), les mutations les plus communes ont été répertoriées et classées 














Tableau I. Liste des mutations codant pour les composantes structurelles et les facteurs 
d’assemblage des complexes mitochondriaux. 




Défaut génétique Gènes Manifestations cliniques majeures 
CI Gène structurel codé par 
l’ADNmt 
 
ND1 ND2 ND3 ND4 
ND4L ND5 ND6 
LHON, MELAS, LS 










 Facteur d’assemblage 





acidose lactique infantile 






 Facteur d’assemblage 
codé par l’ADNn 
SDHAF1 SDHAF2 Leucoencéphalopathie infantile, 
paragangliome 
CIII Gène structurel codé par 
l’ADNmt 
CYTB LHON, encéphalopathie, 
cardiomyopathie, myopathie 
 Gène structurel codé par 
l’ADNn 
UQCRB UQCRQ Hypoglycémie, acidose lactique 
ou retard psychomoteur avec des 
signes extrapyramidaux 
 Facteur d’assemblage 
codé par l’ADNn 
BCS1L TTC19 Encéphalopathie, insuffisance 
hépatique, tubulopathie, syndrome 
de GRACILE, syndrome de 
Björnstad 
CIV Gène structurel codé par 
l’ADNmt 
COX1 COX2 COX3 Encéphalopathie, myopathie, 
anémie sidéroblastique, 
myoglobinurie, MELAS 
 Gène structurel codé par 
l’ADNn 
COX6B1 COX4I2 Encéphalomyopathie infantile, ou 
insuffisance pancréatique exocrine 
et anémie 
 Facteur d’assemblage 
codé par l’ADNn 
SURF1 SCO1 SCO2 
COX10 COX15 
LRPPRC C2orf64 





CV Gène structurel codé par 
l’ADNmt 
ATP6 ATP8 LS, NARP, cardiomyopathie 
 Gène structurel codé par 
l’ADNn 
ATP5E Acidurie 3-méthylglutaconique, 
acidose lactique, retard mental 
léger, neuropathie périphérique 
 Facteur d’assemblage 
codé par l’ADNn 





I.1.2.2. Altérations métaboliques  
Tel que mentionné précédemment, la mitochondrie joue un rôle clé dans la formation 
de l’ATP, mais aussi dans plusieurs autres fonctions cellulaires à savoir l’apoptose, 
l’homéostasie calcique ou encore la production d’espèces réactives oxygénées (ROS) (17, 33, 
261). Voici quelques conséquences métaboliques les plus communes des maladies 
mitochondriales. 
Premièrement, une déficience en un ou plusieurs des complexes de la chaîne 
respiratoire entraîne une diminution de la régénération de l’ATP à partir de l’ADP. L’ATP 
participe à la régulation de l’activité de certaines enzymes par phosphorylation ou en tant 
qu’effecteur allostérique (17, 259). L’ATP constitue un donneur d’énergie libre pour plusieurs 
processus biologiques incluant la contraction musculaire, le transport des molécules et des 
ions; la biosynthèse des protéines, des ARN et des nucléosides triphosphates (17). Une 
déficience dans la production d’ATP altère le fonctionnement de ces processus. Les patients 
présentent ainsi souvent une fatigue généralisée ou encore un retard de croissance.  
Deuxièmement, des défauts de la chaîne respiratoire affectent la production de ROS. 
Durant le transport d’électrons à travers la chaîne respiratoire mitochondriale, 2% des 
électrons libérés par les complexes I et III interagissent avec l’O2 pour générer le radical anion 
superoxyde (O2
-·) (251, 295). Lors d’un défaut de la chaîne respiratoire, on observe une 
accumulation d’électrons libres et de molécules d’O2, favorisant la formation d’O2
-·. Ces 
molécules d’O2
-· interagissent pour produire d’autres types de radicaux. Ainsi, alors que l’O2
-· 
n’est pas un radical très nocif ; deux molécules d’O2
-· engendrent spontanément le peroxyde 
d’hydrogène (H2O2) capable de générer un radical très toxique l’hydroxyle (HO). En présence 
du monoxyde d’azote (NO), l’O2-· peut aussi former l’anion peroxynitrite (ONOO-) qui lui 
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aussi est très toxique (251, 295). Ces radicaux libres, notamment l’HO·, attaquent et détruisent 
les macromolécules de la cellule comme l’ADN, les lipides et les protéines (295). Ils attaquent 
les lipides membranaires entraînant la perméabilisation de la membrane interne 
mitochondriale, induisent l’ouverture du pore de transition de perméabilité mitochondriale 
(PTP), libérant ainsi dans le cytosol des protéines comme le cytochrome c ce qui active la voie 
des caspases pro apoptotiques (115, 193, 295). Une augmentation de ROS est d’ailleurs 
observée dans les cinq maladies mitochondriales les plus communes à savoir l’ataxie de 
Friedreich, la neuropathie optique héréditaire de Leber (LHON), le syndrome de Leigh, le 
MELAS (Mitochondrial encephalomyopathy, lactic acidosis, stroke-like episodes) et le 
syndrome de MERRF (Myoclonic epilepsy with ragged-red fibers) (97, 193, 286). Un excès 
d’apoptose participe à la neurodégénération observée fréquemment chez les patients atteints 
de maladies mitochondriales (81). En parallèle, l’augmentation de la production de ROS par la 
mitochondrie entraîne une diminution de la disponibilité du Fe2+ et de l’O2, deux cofacteurs 
des enzymes PHD (prolyl hydroxylase domain) et FIH (factor inhibiting HIF (Hypoxia 
Inducible Factor)) (80, 284). Ces deux enzymes régulent la stabilité du facteur de transcription 
HIF-1α considéré par certains comme une protéine de survie (284). La stabilisation de HIF-1 
a été observée dans plusieurs cancers et favorise la formation d’ATP par la glycolyse 
aérobique (effet Warburg), le maintien du potentiel de la membrane mitochondriale et de la 
prolifération (126, 153, 160). La stabilisation de HIF-1α dans les maladies mitochondriales est 
peu étudiée. Toutefois, une récente étude de Jain et al  (114) démontre que l’hypoxie associée 
à une stabilisation de HIF-1α améliore la survie dans le modèle murin du syndrome de Leigh 
classique déficient pour le complexe I. 
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Troisièmement, l’une des conséquences des plus communes des désordres 
mitochondriaux est l’accumulation de lactate ([lactate] > 2mM) pouvant conduire à une 
acidose lactique (54, 209). Pour certaines maladies mitochondriales, l’acidose lactique est 
présente de manière chronique chez les patients. Pour d’autres, elle survient pendant les crises 
alors que dans d’autres maladies aucune hyperlactatémie n’est observée (54, 209). Dans une 
situation de dysfonction mitochondriale, l’acidose lactique résulte principalement d’un 
changement dans l’état redox de la cellule (54, 209). Le blocage de l’OXPHOS entraîne, en 
effet, une accumulation de coenzymes réduits NADH, H+ et FADH2 ce qui inhibe plusieurs 
enzymes du cycle de Krebs comme la PDH favorisant une accumulation du pyruvate. Le 
pyruvate est par conséquent converti en lactate par LDH et relâché dans le sang (54, 198). Il a 
été rapporté que l’état redox d’une cellule change dépendamment de la sévérité de l’affection 
de la chaîne respiratoire, et que la lactatémie augmente proportionnellement à la progression 
de la maladie (209). Certaines situations telles que l’infection et le stress peuvent aussi 
favoriser un état d’acidose lactique, bien que tous les mécanismes n’aient pas encore été 
élucidés (54). L’hyperlactatémie chronique est toxique pour l’organisme (54). Des crises 
d’acidose lactique sévères impliquant des taux élevés de lactate sont associées à un risque 
élevé de mortalité notamment chez les patients atteints du LSFC (59, 173). 
Enfin, une dysfonction mitochondriale est associée à une perturbation du métabolisme 
en général. La mitochondrie est l’étape finale du métabolisme des macronutriments : glucides 
et acides gras libres. Notamment, les acides gras sont principalement métabolisés par la 
mitochondrie (17, 259). Cela engendre, en amont, une accumulation d’acides gras libres qui 
vont être convertis en triglycérides ou encore en des composés plus toxiques comme des 
céramides (17). Cela peut favoriser l’apparition des maladies métaboliques comme le diabète 
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ou les maladies cardiovasculaires chez les patients atteints de maladies mitochondriales (16, 
21). Le diabète est, en l’occurrence, plus fréquent chez les patients atteints d’une maladie 
mitochondriale avec la mutation m.324A> G (55). D’ailleurs, le profil métabolique des 
patients LSFC suggère une résistance à l’insuline (247). En outre, les autopsies révèlent une 
accumulation de triglycérides dans le foie des patients atteints du LSFC (59, 173). 
I.1.2.3. Prise en charge  
Rappelons que les maladies mitochondriales sont complexes, de causes multiples avec 
des phénotypes variés (62, 229). Cette hétérogénéité étiologique et phénotypique rend difficile 
l’élaboration des thérapies. Pour la majorité des maladies mitochondriales, les traitements sont 
essentiellement symptomatiques et ciblent des manifestations phénotypiques spécifiques 
comme l’épilepsie, la psychose, la neuropathie, la myopathie, les problèmes rénaux, les 
problèmes gastro-intestinaux, etc. Ainsi, on compte parmi les thérapies proposées : des 
antiépileptiques, la psychothérapie, l’exercice physique, la dialyse ou encore des régimes 
alimentaires (23, 72, 205, 258). Depuis les deux dernières décennies, de nouvelles stratégies 
thérapeutiques ont été suggérées parallèlement à une meilleure compréhension des maladies 
mitochondriales. Celles-ci ciblent les mécanismes physiopathologiques. Voici quelques 
traitements émergents. 
a. Les substrats énergétiques 
La dysfonction mitochondriale engendre des altérations métaboliques incluant des 
rétrocontrôles négatifs qui limitent l’entrée des substrats énergétiques dans la mitochondrie 
(198). Une des approches thérapeutiques préconisées est de favoriser l’apport et l’utilisation 
de substrats énergétiques par des cofacteurs et des inhibiteurs enzymatiques enfin d’augmenter 
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la synthèse d’ATP via l’OXPHOS. L’administration de la L-carnitine, la niacine, la thiamine 
et le dicholoroacétate (DCA) a été rapportée bénéfique (72). Rappelons que la L-carnitine est 
impliquée dans le transport des acides gras vers la mitochondrie et favorise la -oxydation (17, 
259). La niacine est le précurseur de la nicotinamide adénosine déshydrogénase, une enzyme 
qui favorise le transfert d’électrons des intermédiaires du cycle de Krebs (203). La thiamine et 
le DCA favorisent l’oxydation du pyruvate en acétyl-CoA en stimulant l’activité du complexe 
PDC (13, 139, 168, 239). Malheureusement, la plupart des bénéfices rapportées demeurent 
anecdotiques et ne sont pas reproductibles d’un patient à un autre. 
b. Les antioxydants 
Comme spécifié auparavant, la mitochondrie produit des ROS. De nombreuses 
évidences soutiennent le rôle du stress oxydatif dans la physiopathologie des maladies 
mitochondriales. Par conséquent plusieurs thérapies mises en place ciblent les ROS (97). 
L’approche thérapeutique la plus utilisée est une supplémentation en CoQ10. Toutefois, 
l’administration de celui-ci s’est avérée efficace uniquement pour les maladies 
mitochondriales associées aux déficits de la biosynthèse du CoQ (72, 205). Un autre 
antioxydant, le N-acétylcystéine (NAC) combiné au métronidazole serait bénéfique pour 
l’encéphalopathie éthylmalonique, mais n’a pas encore été testé pour les autres maladies 
mitochondriales (72, 205). Enfin, les vitamines C et E ont été suggérés pour traiter les 
maladies mitochondriales. Un analogue de la vitamine E, le trolox améliore le phénotype 
cellulaire des patients avec une déficience du complexe I, mais rien n’a encore été confirmé au 
niveau clinique (63). La vitamine C améliore le retard de croissance, les symptômes 
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bioénergétiques et les niveaux d’acides biliaires, mais cela a été rapporté chez un seul patient 
avec une déficience du complexe III (177). 
c. Les activateurs de la biogenèse mitochondriale 
Tel que discuté auparavant, l’altération de l’OXPHOS résulte en une diminution de la 
production de l’ATP. Il a été suggéré qu’une augmentation du nombre de mitochondries, via 
une augmentation de la biogenèse mitochondriale, pourrait augmenter la production d’ATP 
(124, 227, 244). Plusieurs approches pharmacologiques, nutritionnelles, mais aussi par 
l’activité physique; ont donc été proposées. 
Le resvératrol, le 5-Aminoimidazole-4-carboxamide ribonucléotide (AICAR) et la 
nicotinamide riboside, sont des agents pharmacologiques activateurs du facteur de 
transcription PGC-1, un régulateur clé de la biogenèse mitochondriale (205, 227, 258). Ces 
agents démontrent des effets bénéfiques dans des modèles cellulaires ou murins de maladies 
mitochondriales. Seul le resvératrol a été testé en clinique chez des patients atteints d’ataxie de 
Friedreich, révélant quelques effets bénéfiques à de fortes doses (285).  
Par ailleurs, la diète cétogène pauvre en glucides est proposée aux patients atteints de 
maladies mitochondriales associées au déficit du complexe I (23). Rappelons, en effet, que le 
métabolisme oxydatif du glucose transite par le complexe I (17). Il a aussi été montré que la 
diète cétogène est associée à une augmentation de l’acide décanoïque capable de stimuler la 
biogenèse mitochondriale (105). Toutefois, les effets de l’acide décanoïque n’ont jamais été 
démontrés en clinique.  
Enfin, l’activité physique comme thérapie a longuement été discutée dans le contexte 
des maladies mitochondriales (245). En effet, la réponse physiologique à un exercice physique 
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consiste entre autres à une amélioration de la fonction mitochondriale notamment une 
augmentation de la biogenèse (41, 262). Des essais cliniques démontrent que l’exercice 
améliore la qualité de vie des patients avec des défauts d’ADNmt (116, 180, 244). Cependant, 
aucune recommandation proprement dite n’a été faite concernant quel type d’exercice serait 
approprié.  
d. Autres approches thérapeutiques 
Plusieurs autres approches thérapeutiques demeurent au niveau expérimental. Le 
contrôle des dynamismes mitochondriales, la thérapie génique, la prévention de la 
transmission de l’ADNmt, le remplacement enzymatique, etc., sont parmi tant d’autres 
thérapies plus ou moins efficaces de plus en plus proposées dans le cadre des maladies 
mitochondriales (72, 205, 258).  
I.1.3- Le Syndrome de Leigh de type canadien français  
I.1.3.1. Caractéristiques  
Le LSFC est une maladie infantile neurodégénérative qui s’inscrit dans la lignée des 
maladies mitochondriales. Cette variante du syndrome de Leigh, a été décrite pour la première 
fois en 1980 par le pédiatre Jean Larochelle à Chicoutimi auprès d’enfants qui présentaient 
une hypotonie accompagnée de crises d’acidose métabolique sévères (59, 173). Alors que le 
syndrome de Leigh classique est observé dans le monde entier, on retrouve le LFSC avec une 
fréquence plus élevée au Saguenay-Lac-Saint-Jean et à Charlevoix. Dans ces régions, une 
personne sur 23 est porteuse de la mutation responsable de la maladie et l’on dénombre une 
naissance sur 2063 atteinte du LSFC. La fréquence élevée de cette maladie est attribuée à un 
«effet fondateur» où quelques individus porteurs de la mutation ont contribué de façon 
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importante à l’établissement de celle-ci, en raison des familles nombreuses et de l’isolation 
relative de la région (59, 173). 
Les premiers signes cliniques de la maladie se manifestent au cours de la période 
néonatale. À la naissance, la majorité des enfants atteints présentent une hypotonie. Cette 
dernière s’accompagne, dans certains cas, de problèmes de succion, d’une tachypnée 
transitoire et de trémulations. En outre, certains enfants présentent une hypoglycémie ou 
encore des taux sanguins d’acide lactique élevés. Vers l’âge d’un an, de nombreux enfants 
manifestent un retard de développement. En l’occurrence, ils s’assoient, marchent et parlent 
plus tard. Ils présentent aussi des caractéristiques cranio-faciales distinctes comme un front 
proéminent, une hypoplasie médio-faciale, une ligne médiane large, un léger hirsutisme, une 
forme caractéristique en arc des sourcils, et enfin une faiblesse et un manque d’expression 
faciale. Certains patients plus âgés ont une ataxie tronculaire et présentent ainsi des problèmes 
de marche (59, 173, 217). 
Les patients LSFC, développent souvent des crises aiguës de décompensation. Il s’agit 
soit de crises d’acidose métabolique sévère, des crises neurologiques sans acidose sévère, ou 
des pseudo-épisodes vasculaires cérébraux. D’après une enquête faite auprès des parents, ces 
crises apparaissent le plus souvent suite à d’une maladie infectieuse incluant des infections 
respiratoires et des infections gastro-intestinales (217). D’autres surviennent lors d’un effort 
physique, d’un jeûne prolongé ou d’un stress psychologique intense. Les mécanismes 
impliqués dans le déclenchement de ces crises restent encore inconnus. Elles se produisent en 
général avant l’âge de 4 ans et sont fatales dans 82% des cas (59, 173, 217). 
Les crises métaboliques sont caractérisées par une respiration de Kussmaul, une 
perfusion insuffisante de la peau, une déshydratation, et enfin une acidose lactique associée à 
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une hyperglycémie. Au cours de ces crises, le pH et le bicarbonate sanguins sont bas et la 
pression partielle du gaz carbonique (pCO2) est élevée (Tableau II, p. 32). Ces crises 
métaboliques peuvent progresser rapidement vers le coma puis la mort, qui peut survenir en 
moins d’une journée. Au cours de cette période, le patient entre dans une phase de défaillance 
multiviscérale. À ce jour, il existe peu de traitement ou d’intervention médicale pouvant 
améliorer l’état du patient. Très rarement, certains patients survivent à la crise et affichent une 
amélioration de leur état métabolique avec des taux de lactate plasmatique proche de la 
normale. En général, ces patients développent, dans les jours suivants, une crise secondaire 
mixte i.e. métabolique/neurologique souvent mortelle (59, 173, 217).  
Les crises neurologiques sont caractérisées par une détérioration neurologique aiguë ou 
subaigüe sans acidose sévère. Les patients présentent des convulsions, puis entrent dans une 
phase de détérioration neurologique, nécessitant souvent une assistance respiratoire et 
décèdent dans un état végétatif. Ces crises mènent à la mort dans un délai de 34 jours en 
moyenne (6-66 jours). Toutefois, on observe des pseudo-épisodes vasculaires cérébraux où les 
patients présentent plusieurs signes d’atteinte neurologique comme des convulsions, une 
hémiparésie, une ophtalmoloplégie, des myoclonies, une faiblesse, et une léthargie. 
Contrairement aux crises neurologiques, la majorité des patients survivent à ces pseudo-








Tableau II. Paramètres biochimiques des patients LSFC   
Informations tirées de (59, 173) 
État basal État de crise
Lactate 0.8-2.2 mM 12-26 mM
Bicarbonate 22.0-26.0 mM 3.5-11.8 mM




I.1.3.2. Mécanismes physiopathologiques  
À ce jour, notre compréhension de la physiopathologie du LSFC reste incomplète. 
Depuis la découverte du gène responsable en 2003, on sait maintenant que le LSFC est une 
maladie héréditaire à transmission autosomique récessive résultant de mutations dans le gène 
nucléaire LRPPRC (171). Ces mutations entraînent une déficience de la protéine LRPPRC. 
Les rares études, notamment par notre groupe, ont démontré que la déficience de la protéine 
LRPPRC entraîne une dysfonction de la mitochondrie et des désordres métaboliques chez les 
patients LSFC (22, 247). 
a. Déficience en LRPPRC 
 La protéine LRPPRC. LRPPRC ou LRP130 est une protéine d’un poids moléculaire 
de 130 Kilo daltons qui comporte une séquence de ciblage mitochondriale. La protéine 
LRPPRC est donc localisée majoritairement dans les mitochondries, mais on la retrouve aussi 
dans le noyau et le cytoplasme (241). C’est une protéine riche en leucine qui fait partie de la 
famille protéique des pentatricopeptides. Cette famille est caractérisée par la présence d’un 
motif répété de pentatricopeptide (PPR) de 35 acides aminés, répété en tandem et formant une 
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structure hélicoïdale (145). La protéine LRPPRC est constituée d’une vingtaine de motifs 
PPR. Une analyse de sa séquence révèle que l’extrémité N-terminal de LRPPRC contient des 
séquences répétées riches en leucine LXXLXL qui sont importantes pour le transport nucléaire 
et sa fonction de facteur de transcription. Le domaine C-terminal de LRPPRC contient des 
motifs de liaison des ARNm nucléaires et mitochondriaux. Deux domaines d’homologie ont 
été observé dans la séquence de LRPPRC : le domaine ENTH (N-Terminal Homology) et le 
domaine SEC1 (SECretory 1). Le domaine ENTH joue un rôle majeur dans l’endocytose. Il 
favorise la liaison de la clathrine à la membrane ce qui induit la formation des vésicules 
endocytaires. Le domaine SEC1, quant à lui, est associé au transport vésiculaire incluant la 
transmission synaptique, l’exocytose et la sécrétion (141). Ainsi, LRPPRC est une protéine 
complexe, multifonctionnelle, mais pour laquelle certaines fonctions restent encore 
incomprises. 
Rôle dans l’expression des gènes. La présence de motifs PPR confère à la protéine 
LRPPRC la capacité de réguler l’expression des gènes à différents niveaux, de l’ADN à la 
protéine. En effet, les protéines PPR sont capables de lier d’autres protéines, et elles peuvent 
aussi lier des ARN et de l’ADN (145, 146).  
LRPPRC se lie à l’ADN, notamment aux promoteurs de certains gènes tels que MDR1 
et ABCB1 liés à la résistance aux médicaments. La surexpression de LRPPRC a été rapportée 
dans plusieurs types de cancers incluant les cancers du poumon, de l’estomac, du côlon, et de 
l’œsophage (46, 134, 249). LRPPRC jouerait un rôle majeur dans le phénotype de résistance 
aux médicaments observé dans ces cancers (142, 169, 249). LRPPRC activerait également la 
transcription notamment des ARNm mitochondriaux en se liant à l’ARN polymérase 
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mitochondriale (POLRMT) (148, 149, 238). Ce dernier mécanisme reste controversé, car une 
étude plus récente suggère que LRPPRC n’interagirait pas avec POLRMT (92).  
Le rôle le mieux connu de LRPPRC est celui de la régulation du métabolisme des ARN 
notamment la stabilité et le transport à la fois des ARNm mitochondriaux (mt-ARNm) et 
nucléaires (n-ARNm). Selon l’étude de Sasarman et al (224), LRPPRC participe à la 
formation du complexe ribonucléoprotéique mitochondrial (mRNP) en se liant à la protéine 
SLIRP (Stem-Loop RNA binding Protein). SLIRP protégerait LRPPRC de la dégradation et 
les deux protéines seraient interdépendantes. Le complexe LRPPRC/SLIRP contribue à la 
synthèse et au maintien de la queue polyA des ARNm, laquelle est indispensable à la stabilité 
et à la traduction des mt-ARNm (224). Par contre, le rôle du complexe LRPPRC/SLIRP dans 
le métabolisme des n-ARNm demeure incertain. Bien que SLIRP soit capable de se lier aux n-
ARNm, ceux-ci ne semblent pas perturbés en l’absence du complexe LRPPRC/SLIRP (224).  
LRPPRC régule aussi l’exportation des n-ARNm vers le cytoplasme en se liant au 
facteur d’initiation de la traduction 4E (eIF4E) (250). eIF4E est un facteur-clé de l’exportation 
et de la traduction des n-ARNm spécifiques tels que cycline D 1, Pim 1 et c-Myc (235). 
LRPPRC et eIF4E font partie du complexe RNP nucléaire et favorisent le transit des ARNm 
du noyau vers le cytoplasme à travers le pore nucléaire via le récepteur CRM1 (Chromosome 
Region Maintenance) (250). Par ce mécanisme, LRPPRC et eIF4E jouent un rôle important 
dans la prolifération et la croissance cellulaire.  
Pour résumer, LRPPRC régule l’expression génique en contrôlant la transcription, les 
changements post-transcriptionnels, et l’initiation de la traduction. Dans l’ensemble, à 
l’intérieur du complexe RNP, LRPPRC/SLIRP contribue à la stabilité des mt-ARNm alors que 
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le complexe LRPPRC/eIF4E régule l’exportation des n-ARNm. La liste exhaustive des gènes 
cibles de LRPPRC demeure inconnue. Mais selon différentes études, on sait que LRPPRC 
régule l’expression des gènes liés à la résistance aux médicaments, les gènes codants pour les 
protéines mitochondriales, les gènes impliqués dans la survie et la prolifération cellulaire, et 
enfin les gènes impliqués dans l’homéostasie énergétique (43, 44, 46, 128, 215, 250). Par 
conséquent, une déficience de la protéine LRPPRC pourrait affecter chacun de ces processus. 
Par exemple, la diminution de la protéine LRPPRC altère la synthèse des complexes de la 
chaine respiratoire mitochondriale et conduit à des maladies mitochondriales multisystémiques 
comme le LSFC (192).  
Rôle dans le métabolisme énergétique. LRPPRC joue un rôle dans l’équilibre 
énergétique.  Il a été démontré que LRPPRC forme un complexe avec le facteur de 
transcription PGC-1 (43, 44). Ce complexe régule l’expression de la phosphoénolpyruvate 
carboxylase (PEPCK) et de la glucose-6-phosphatase (G6Pase), deux enzymes indispensables 
pour le cycle de Cori qui consiste en une conversion du lactate en glucose dans le foie via la 
néoglucogenèse (43, 44). LRPPRC joue aussi un rôle important dans le métabolisme des 
lipides. Liu et al ont démontré que la surexpression de LRPPRC stimule la -oxydation et 
favorise la réduction des triglycérides et du cholestérol circulant dans le foie in vivo et in vitro 
(148, 149). Selon ces auteurs, LRPPRC activerait la -oxydation sans altérer les gènes 
impliqués directement dans ce processus, mais plutôt en augmentant l’OXPHOS. L’hypothèse 
proposée serait que l’activation de l’OXPHOS augmenterait les niveaux de NAD+, ce qui 
favoriserait l’oxydation des acides gras (149). De façon intéressante, la surexpression de 
LRPPRC améliore également la sensibilité à l’insuline via la diminution de la production des 
ROS et de l’activité de PKCƐ ; et une réduction de l’inflammation dans le foie (5).  
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Rôle dans la mort cellulaire. Comme déjà mentionné, la surexpression de LRPPRC a 
été observée dans diverses tumeurs et son rôle dans le développement du cancer semble établi 
(249). Certaines études suggèrent que LRPPRC jouerait un rôle dans la prolifération cellulaire 
et la résistance à l’apoptose (249, 291, 297). Ainsi, l’étude de Tian et al démontre que la 
prévention de la surexpression de LRPPRC stimule les processus pro-apoptotiques dans les 
cellules d’adénocarcinome du poumon (249). De même, les cellules hépatiques déficientes en 
LRPPRC expriment des niveaux élevés des gènes pro-apoptotiques et l’absence de LRPPRC 
facilite l’entrée des cellules en apoptose (291). Le mécanisme sous-jacent à ces effets serait 
que LRPPRC augmente l’expression des gènes de survie de la famille Bcl-2, alors qu’il 
diminue l’expression des gènes pro-apoptotiques tel que Bax (297). LRPPRC pourrait 
contrôler également l’autophagie en formant un complexe avec Bcl2 et Beclin 1, empêchant ce 
dernier de se lier à PI3KCIII (class III phosphoinositide 3 kinase) pour induire l’autophagie 
(296, 297). En résumé, LRPPRC est une protéine qui favorise la survie et la prolifération 
cellulaire. 
Mutations à l’origine du LSFC. À ce jour, deux mutations causales ont été identifiées 
dans la population québécoise. La première est une mutation faux-sens due au remplacement 
d’un nucléotide (C119→T) dans l’exon 9 du gène. Cela entraîne la substitution d’une alanine 
par une valine en position 354 de la protéine (A354V). Quatre-vingts quinze pour cent des 
patients sont homozygotes pour cette mutation. La deuxième mutation consiste en une délétion 
de 8 nucléotides au niveau de l’exon 35 entraînant la formation d’un codon stop à la position 
1277 (C1277STOP). Cette deuxième mutation n’a été observée que chez un seul patient, un 
hétérozygote composé, qui possède les deux mutations A354V et C1277STOP (171). Chez les 
patients LSFC, la mutation A354V entraîne une diminution généralisée de 70% des niveaux de 
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LRPPRC (224, 279). Récemment, d’autres mutations du gène LRPPRC ont été observées 
ailleurs dans le monde (192). Le mécanisme par lequel ces mutations entraînent le déficit de la 
protéine LRPPRC reste encore inconnu, mais plusieurs hypothèses ont été émises, notamment 
la possibilité que ces mutations puissent rendre la protéine instable favorisant sa dégradation 
rapide (112, 224). Notamment, les concentrations d’ARNm de LRPPRC sont normales dans 
les cellules LSFC suggérant un problème au niveau de la dégradation (Communication 
personnelle par Sasarman F et al).  
b.  Déficience en COX 
La mutation A354V entraîne une déficience tissu-spécifique en COX chez les patients 
LSFC. Cette déficience est la conséquence du défaut d’assemblage de ce complexe en raison 
de la diminution des ARNm et parallèlement de l’expression protéique des sous-unités COXI, 
COXII, COXIII, et de COXIV. Ces sous-unités sont indispensables à l’activité catalytique 
(COXI-IIII) et à la stabilité (COXIV) de COX  (278, 279). Il en résulte que l’activité de COX 
est seulement à 50% de l’activité normale dans les muscles squelettiques et les fibroblastes, et 
à moins de 20% dans le cerveau et le foie. Par contre, l’activité de COX est presque normale 
dans le cœur (167). De façon intéressante, la déficience en COX est combinée à une déficience 
du complexe I dans les muscles squelettiques des patients LSFC ; alors que dans le cœur et le 
foie, les complexes I et III sont surexprimés (225). Dans les fibroblastes, seule COX est 
déficitaire (225). La raison de cette atteinte tissu-spécifique de la chaîne respiratoire n’a pas 
encore été élucidée.  
Une étude sur la fonction mitochondriale a été effectuée par notre groupe sur des 
fibroblastes de peau de patients LSFC (22). Nos travaux montrent que les fibroblastes LSFC 
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présentent d’importantes anomalies mitochondriales. D’un point de vue morphologique, les 
mitochondries des cellules LSFC sont plus fragmentées comparativement aux cellules 
témoins.  Ces mitochondries présentent aussi un potentiel de membrane réduit et une 
diminution de la phosphorylation oxydative. En outre, les fibroblastes LSFC sont plus 
sensibles à l’ouverture du pore de transition de perméabilité mitochondriale. Finalement, dans 
les fibroblastes LSFC, on observe une mort cellulaire importante prématurément par rapport 
aux cellules témoins en présence de concentrations élevées de palmitate (1 mM) et de lactate 
(10 mM). Fait intéressant, en dépit de la dysfonction mitochondriale, les fibroblastes LSFC 
exhibent des niveaux d’ATP similaires à ceux retrouvés dans les fibroblastes des témoins en 
conditions basales (22).  
c. Perturbations métaboliques 
Une analyse du profil métabolique a été réalisée sur le plasma des patients atteints du 
LSFC par notre laboratoire (247). Ainsi, comme dans la plupart des maladies mitochondriales, 
cette analyse révèle notamment des altérations dans le métabolisme énergétique. On observe 
une accumulation d’acylcarnitines chez les patients LSFC, reflétant une altération de la β-
oxydation. De plus, les niveaux de lactate, de pyruvate et d’alanine sont élevés chez les 
patients LSFC suggérant des changements dans le métabolisme oxydatif du glucose. D’autres 
altérations métaboliques observées chez les patients LSFC telles que l’augmentation du β-
hydroxybutyrate et de l’α-hydroxybutyrate suggère une augmentation du ratio NADH/NAD+ 
et une perturbation du métabolisme des acides aminés (247). Certaines études associent l’α-
hydroxybutyrate à la résistance à l’insuline concordant avec les niveaux élevés d’insuline et 
une diminution d’adiponectine dans le plasma LSFC (1, 69, 74, 247). Ces perturbations 
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métaboliques indiquent un haut risque de maladies cardiométaboliques pour les patients 
LSFC.  
I.1.3.3. Prise en charge du LSFC 
Comme la majorité des maladies mitochondriales, aucun traitement n’existe pour le 
LSFC. Certains produits déjà utilisés dans d’autres maladies mitochondriales tels que le Co-
Q10 a été testé, mais sans effet bénéfique chez les patients LSFC (217). Le resvératrol et le 
NAC, connus pour leurs effets antioxydants, seraient hypothétiquement néfastes, car ils 
augmentent la mortalité des cellules LSFC (22). Plus récemment, la diméthylglycine a été 
testée chez les patients à l’hôpital Ste-Justine par les docteurs Jacques Lacroix et Grant 
Mitchell avec des résultats encourageants, mais ce composé demeure encore à l’étude (217). 
Finalement, le suivi des patients consiste spécifiquement à éviter la survenue des crises 
d’acidose lactique. La thérapie comprend donc une meilleure hygiène de vie pour éviter 
notamment les infections et une surcharge de nutriments. Ainsi, les vaccinations et un apport 
énergétique réparti sur plusieurs repas sont recommandés (217). Des études sur la recherche 
d’autres traitements sont en cours présentement. Au niveau cellulaire, une étude de notre 
laboratoire a dernièrement démontré qu’une combinaison de L-carnitine, du propionate et du 
bleu de méthylène améliorent la survie des cellules LSFC exposées à un stress nutritionnel 
(palmitate/lactate) (22). La L-carnitine et le propionate, en formant le propionyl-carnitine qui 
est un substrat anaplérotique, maintiennent la fonction du cycle de Krebs (17) et le bleu de 
méthylène est un accepteur d’électrons du NADH favorisant l’OXPHOS (10). Ce dernier 
inhibe également les caspases pro-apoptotiques pour stimuler la survie cellulaire (196). Le 




Alors que la plupart  des agents énumérés ci-haut ont été testés cliniquement dans 
d’autres maladies, l’hétérogénéité étiologique des maladies mitochondriales rend impossible le 
simple transfert de traitements d’une maladie à une autre.  Le plus grand défi dans la recherche 
des thérapies demeure donc de mieux comprendre les mécanismes physiopathologiques. 
Autrement dit, il faut comprendre les causes pour traiter les conséquences. Dans la présente 
étude, nous visons à examiner les voies de signalisation énergétiques qui pourraient être 
altérées dans la maladie du LSFC afin d’identifier de meilleures cibles thérapeutiques. Nous 
avons étudié l’effet de la mutation du gène LRPPRC sur les principales voies régulatrices du 
métabolisme énergétique, lesquelles sont décrites ci-après.  
 
 
I.2- LES MÉCANISMES D’ADAPTATION DU MÉTABOLISME ÉNERGÉTIQUE : 
RÉGULATION MOLÉCULAIRE 
 
L’ATP, formé à 95% dans les mitochondries, constitue l’unité monétaire universelle 
d’énergie libre dans l’organisme (17, 259). L’équilibre entre la régénération d’ATP et les 
besoins énergétiques est une condition vitale pour la survie cellulaire et par conséquent, 
plusieurs mécanismes d’adaptation existent pour faire face à un éventuel déséquilibre 
énergétique. Il existe dans les cellules eucaryotes une enzyme très active, l’adénylate kinase 
qui catalyse la réaction suivante : 2ADP → ATP + AMP. Ainsi, le statut énergétique de 
l’organisme est fonction des ratios ADP/ATP et AMP/ATP. Lorsque l’ATP est consommée 
plus rapidement qu’elle n’est synthétisée, la balance énergétique devient négative. Cela 
conduit à une augmentation des ratios AMP/ATP et ADP/ATP et à l’activation des 
mécanismes d’adaptation visant à rétablir l’homéostasie énergétique (17, 259).  
Au niveau cellulaire, la régulation du métabolisme énergétique est sous contrôle des 
enzymes impliquées dans les voies métaboliques essentielles. Il s’agit notamment d’enzymes 
qui catalysent des réactions irréversibles de la glycolyse ou de la β-oxydation (17, 259). 
L’hexokinase (HK), la phosphofructokinase (PFK) et la pyruvate kinase (PK) constituent des 
points de contrôle de la glycolyse. Dans le métabolisme des acides gras, l’acétyl-CoA 
carboxylase (ACC) et la CPT1 sont les principaux régulateurs. Bien que ces sites soient les 
principaux points de régulation du métabolisme énergétique, ils ne sont pas exclusifs. Les 
enzymes du cycle de Krebs et les complexes mitochondriaux sont aussi des cibles de 
régulation. Selon les conditions, ces cibles peuvent être régulées en modifiant leur activité ou 
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en modulant leur expression. L’activité d’une protéine est modifiée par la liaison d’effecteurs 
allostériques comme l’AMP ou l’ADP, ou par modification covalente telle que la 
phosphorylation. Quant à la quantité de l’enzyme, elle peut être modifiée via un contrôle 
transcriptionnel ou traductionnel (17, 259). Les principales voies de signalisation énergétiques, 
soient AMPK et mTOR, régulent le métabolisme énergétique en agissant au niveau de ces 
différents sites de contrôle (29, 88, 240).  
La voie AMPK. La voie de signalisation de la « protéine kinase activée par l’AMP » ou 
AMPK est l’une des principales voies régulatrices du métabolisme énergétique. Cette protéine 
a été caractérisée pour la première fois en 1973 et depuis elle est définie comme un senseur 
métabolique. L’AMPK comme son nom l’indique, est une kinase extrêmement sensible aux 
variations des ratios AMP/ATP et ADP/ATP. Elle est connue pour rétablir l’homéostasie 
énergétique en favorisant l’oxydation du glucose et des acides gras libres et en inhibant la 
synthèse des protéines (29, 240). L’activation de l’AMPK a été rapportée bénéfique dans 
différents modèles de maladies mitochondriales incluant des modèles de souris déficientes en 
COX (257) et les fibroblastes des patients atteins du syndrome de MERRF (272).  
La voie mTOR. Depuis un peu plus de 10 ans, un autre mécanisme d’adaptation a aussi 
été observé. Découverte en 1994, la protéine mTOR (mammalian Target Of Rapamycin) joue 
un rôle décisif dans la régulation de la synthèse des protéines et des lipides, entre autres (136). 
L’activité de mTOR est sensible au statut nutritionnel et énergétique de la cellule (88). La 
dérégulation de cette protéine est associée à plusieurs maladies métaboliques incluant le 
cancer et le diabète (136, 147). L’augmentation de l’activité de mTOR, observée dans le 




Considérant le rôle important que jouent ces deux enzymes dans la régulation du 
métabolisme énergétique, il nous semblait pertinent de caractériser ces voies dans les cellules 
de patients LSFC pour mieux comprendre la physiopathologie de cette maladie. La régulation 
de l’activité et les rôles de l’AMPK et de mTOR dans l’organisme sont discutés dans les 
sections ci-après. 
I.2.1- La protéine kinase activée par AMP : AMPK 
I.2.1.1. Structure et régulation de l’AMPK 
a. Structure de l’AMPK 
L’AMPK est un hétérotrimère composé de trois sous-unités (α, β, γ) présentes en 
plusieurs isoformes codées par des gènes différents (Figure 8, p. 45). Plus de 12 combinaisons 
hétérotrimériques αβγ de l’AMPK existent dans l’organisme humain. L’expression des 
différentes sous-unités et la formation des hétérotrimères sont tissus spécifiques et permettent 
à l’AMPK de jouer des rôles différents dépendamment des isoformes présents dans 
l’hétérotrimère (29, 240).  
La sous-unité α constitue la sous-unité catalytique de la protéine. Elle comporte un 
domaine kinase N-terminal qui est activé lorsque la thréonine 172 (Thr172) est phosphorylée, 
un domaine d’auto-inhibition actif uniquement en absence d’AMP, ainsi qu’un domaine C-
terminal d’interaction avec les sous-unités β et γ. La sous-unité α existe sous 2 isoformes α1 et 
α2 codées par les gènes PRKAA1 et PRKAA2, respectivement. Les hétérotrimères contenant 
l’isoforme α1 sont exclusivement cytoplasmiques alors que ceux contenant l’isoforme α2 ont 
une localisation à la fois cytoplasmique et nucléaire (29, 90, 240). 
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Les sous-unités β et γ forment les sous-unités régulatrices de l’AMPK. La sous-unité β 
est représentée par deux isoformes β1 et β2 codées par les gènes PRKAB1 et PRKAB2, 
respectivement. Elle contient deux domaines : un domaine central appelé CBM 
(Carbohydrate-Binding Module) capable de lier les glucides tel que le glycogène et dont le 
rôle reste encore inconnu, et un domaine C-terminal responsable de l’interaction avec les sous-
unités α et γ. La sous-unité γ existe en 3 isoformes (γ1, γ2, et γ3) codées, de manière 
respective, par les gènes PRKAG1, PRKAG2, et PRKAG3. Elle contient un domaine constitué 
de 4 motifs CBS (Cystathionine-β-Synthase) répétés en tandem par paires (S1, S2, S3 et S4). 
Une paire de séquence CBS forme ce qu’on appelle le domaine Bateman. Il existe, au niveau 
de chaque motif CBS, un site de liaison hydrophobe capable de lier l’adénosine, l’AMP, 
l’ADP ou l’ATP. Sur ces quatre sites de liaison potentiels, seuls trois sites CBS (S1, S3 et S4) 
sont occupés par les nucléotides. Les sites S1 et S3 lient l’AMP, l’ADP et l’ATP de façon 
compétitive, alors que le site S4 semble lier l’AMP très étroitement en l’absence de toute 





Figure 8. Structure de l’AMPK.  
Figure tirée d’Oakhill J.S. et al, Trends Endocrinol Metab, 23, 125-32, 2013 (188). La figure 
représente l’organisation des domaines des sous-unités de l’AMPK. « Kinase » représente le 
domaine N-terminal kinase, AIS : la séquence d’autoinhibition, β-Sid : le domaine de liaison 
de la sous-unité β, myr : la myristoylation de la sous-unité β, CBM : domaine de liaison aux 
glucides, αγ-SBS : domaine de liaison des sous-unités α et γ, CBS : cystathionine-β-synthase. 
 
b. Régulation de l’AMPK 
AMPK, protéine régulée par la charge adénylate. La régulation de l’activité de 
l’AMPK est complexe et implique 3 mécanismes indépendants : la phosphorylation, 
l’inhibition de la déphosphorylation et l’activation allostérique. La liaison de l’AMP et de 
l’ADP favorise la phosphorylation de l’AMPK. Parallèlement, ces deux nucléotides inhibent 
la déphosphorylation et l’inactivation de l’AMPK par les phosphatases. Une fois 
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phosphorylée, l’AMPK subit une activation allostérique par l’AMP. En présence de niveaux 
d’ATP élevés, ces 3 mécanismes sont inhibés (29, 212, 240, 276).  
La phosphorylation. La phosphorylation de la Thr172 de la sous-unité α est un 
mécanisme clé à l’activation de l’AMPK. La séquence qui comprend la Thr172 est d’ailleurs 
très conservée et sa phosphorylation demeure importante pour l’activité de l’enzyme dans 
toutes les espèces. Les deux principales protéines kinases qui phosphorylent l’AMPK sont la 
protéine suppresseur de tumeurs (LKB1) et de la protéine kinase « 
calcium/calmodulindependent kinase kinase » (CaMKK) (90, 95, 240). 
La LKB1 est la principale kinase phosphorylant l’AMPK. Son nom de suppresseur de 
tumeurs est lié à sa découverte dans le syndrome de Peutz–Jeghers où les malades déficients 
en LKB1 développent plusieurs tumeurs bénignes (99). Cette kinase existe sous forme d’un 
complexe comprenant LKB1/ STRAD/ MO25. STRAD (Ste20-Related Adaptor Protein) et 
MO25 (Mouse Protein 25-α) existent chacune sous deux isoformes (α et β) dans l’organisme 
humain. STRAD est une pseudokinase apparentée à la famille des kinases Ste20 (Sterile 20 
Group Kinases). Le domaine pseudokinase de STRADα se lie au niveau du domaine 
catalytique de LKB1. MO25α se lie au domaine C-terminal de STRADα et joue le rôle 
d’échafaudage stabilisant le complexe LKB1/STRAD (94). Cette liaison favorise la 
localisation cytoplasmique de LKB1 et augmente son activité catalytique (12, 20). Le 
complexe LKB1 est constitutivement actif. La liaison de l’AMP et de l’ADP sur la sous-unité 
γ de l’AMPK induit des changements conformationnels permettant la phosphorylation de 
l’AMPK par la LKB1. Selon certaines études, la myristoylation de la sous-unité β serait aussi 
indispensable à la phosphorylation de l’AMPK par la LKB1. Cependant, le mécanisme par 
lequel la myristoylation participe à la phosphorylation de la sous-unité α n’est pas encore bien 
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défini (94, 187, 189). L’activation de l’AMPK par LKB1 via la myristoylation nécessite le 
complexe LAMTOR1 (late endosomal/lysosomal adaptor and mitogen-activated protein 
kinase and mTOR activator 1) (289). LAMTOR1 est une protéine du complexe Ragulator. 
Elle est attachée à la membrane lysosomale par myristoylation et palmitoylation sur son site 
N-Terminal. Celle-ci est impliquée dans l’activation Rag-dependant de mTOR (283). 
LAMTOR1 forme également un complexe avec axin et LKB1. Ainsi, il a été suggéré que 
LKB1 active l’AMPK au niveau du lysosome par un mécanisme semblable à celui de mTOR 
(90, 289). 
Les CaMKKs (CaMKKα et CaMKKβ) sont des protéines kinases activatrices des 
protéines de liaison à la calmoduline (CaM), les CaM kinases (102). Différentes études 
démontrent que la CaMKKβ phosphoryle l’AMPK (95, 189, 234, 270). Selon Anderson et al, 
en réponse à des niveaux élevés de Ca2+ intracellulaire, le complexe Ca2+/CaM se lie à la 
CaMKKβ induisant un changement conformationnel ce qui permettrait la liaison de la 
CaMKKβ et de l’AMPK via leurs domaines kinases pour former le complexe actif 
Ca2+/CaM/CaMKKβ/AMPK et permettant ainsi la phosphorylation de l’AMPK par la CaMKK 
(7). Comme la CaMKKβ a une distribution tissulaire restreinte, l’activation de l’AMPK par 
cette dernière est observée particulièrement dans les neurones, les muscles, les cellules 
endothéliales et les lymphocytes T (102, 240). La régulation de l’activité de l’AMPK par la 
CaMKKβ est indépendante de la myristoylation et de LAMTOR1 (289). Elle peut également 
se produire en l’absence de variation détectable en AMP, ADP ou ATP. Par contre, en raison 
de l’action de l’AMP et de l’ADP sur la déphosphorylation de l’AMPK, il a été suggéré que 
CaMKKβ agirait en synergie avec ces derniers (95, 270). 
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L’inhibition de la déphosphorylation. L’activité de l’AMPK résulte d’un rapport entre 
la phosphorylation par des kinases et la déphosphorylation par les phosphatases (240). Des 
études in vitro suggèrent que la déphosphorylation de l’AMPK est régulée par plusieurs 
phosphatases de la famille PPM (PP2C) et de la famille PPP (PP1 et PP2A) (188). La 
déphosphorylation constitue le moyen le plus efficace d’inactiver l’AMPK. Ainsi pour que 
l’AMPK demeure active, l’inhibition de la déphosphorylation est indispensable. La 
déphosphorylation de l’AMPK est stimulée par l’ATP et inhibée par l’AMP et l’ADP (82, 
188, 277). En concentrations élevées, l’AMP et l’ADP se fixent sur le site S1 de l’AMPK. 
Cette liaison favorise la liaison de l’ADP/AMP sur le site S3 de la sous-unité γ. Cela entraîne 
un changement de conformation qui protège le résidu Thr172 des protéines phosphatases, et 
maintient l’AMPK dans un état de phosphorylation. En concentration élevée, l’ATP peut se 
lier au site S3 et déstabiliser la liaison entre les sous-unités α et γ, ce qui rend le résidu Thr172 
accessible aux phosphatases (220, 277). 
La modification allostérique. La modification allostérique de l’AMPK est promue par 
la liaison de l’AMP à la sous-unité γ, ce qui augmente l’activité de l’AMPK. Comme décrit 
plus haut, la sous-unité γ comporte 3 sites de liaison S1, S3 et S4; le site 2 étant vacant. Or, le 
site S4 est en permanence lié à une molécule d’AMP. Ainsi, seuls les sites S1 et S3 sont 
impliqués dans l’activation allostérique. Le degré d’activation allostérique est fonction de la 
composition du complexe AMPK et des niveaux d’ATP. La réponse allostérique varie donc et 




AMPK, protéine activée par différents types de stress. Concrètement, l’activation 
de l’AMPK survient en réponse à différents stress, où on considère comme stress toute 
situation qui altère l’homéostasie métabolique au niveau de la cellule. Toutefois, il existe 
également une régulation de l’AMPK au niveau de l’organisme par l’intermédiaire de 
certaines cytokines et hormones (122). 
Activation en réponse à une déplétion des niveaux d’ATP. L’AMPK est activée en 
réponse à des situations qui soit augmentent la consommation d’ATP comme l’exercice 
physique (178, 213) ou soit interfèrent avec la production d’ATP comme l’hypoxie (159), 
l’ischémie (103, 133), la privation de glucose (135, 246, 287), les défauts de la chaîne 
respiratoire mitochondriale (272), de même que les inhibiteurs de la glycolyse (2-
déoxyglucose) (263), ou du cycle de Krebs (arsénite) (34). En outre, des découplants de la 
chaîne respiratoire mitochondriale comme le 2,4-dinitrophénol (DNP) activent également 
l’AMPK (233, 267, 280). Le DNP est capable de transporter des protons à travers la 
membrane interne mitochondriale, ce qui défait la force protomotrice. En conséquence, 
l’énergie ne peut être synthétisée sous forme d’ATP. La baisse des niveaux d’ATP provoque 
alors une accélération de l’oxydation des acides gras, entraînant une consommation accrue de 
l’oxygène et l’énergie produite est libérée sous forme de chaleur (17). L’administration du 
DNP augmente ainsi le ratio AMP/ATP et active subséquemment l’AMPK (267). Son 
utilisation en clinique a été bannie, car il provoque la fièvre et dans certains cas le décès (123), 
mais le DNP reste très utilisé en recherche pour les études métaboliques et a été utilisé dans la 
présente étude.  
Activation par les nutriments. En plus de répondre aux variations de la glycémie, des 
études ont, par ailleurs, démontré que l’AMPK était sensible au statut lipidique de la cellule. 
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Notamment, une exposition aigüe aux acides gras libres active l’AMPK dans le cœur et le 
muscle par une voie AMP-indépendante (42, 67, 266). Cette découverte a permis de faire un 
lien entre l’augmentation des acides gras libres et la stimulation de la β-oxydation observée 
dans les muscles squelettiques (266). D’autres molécules activent aussi l’AMPK, notamment, 
l’apolipoprotéine ApoAI du HDL cholestérol. Ce dernier active l’AMPK dans les cellules 
endothéliales et stimule la phosphorylation et l’activation des NO synthétases endothéliales 
(64, 89). Les mécanismes par lesquels l’ApoAI agit sur AMPK n’ont pas encore été élucidés. 
Activation pharmacologique. L’AMPK peut être activée par plusieurs médicaments et 
xénobiotiques. De nombreuses études ont démontré que l’AMPK constitue une cible 
privilégiée de deux grandes classes de médicaments antidiabétiques soit les biguanides 
(metformine et phenformine) et les thiazolidinediones (rosiglitazone, troglitazone et 
pioglitazone) (137, 181, 182). Selon ces études, une bonne partie des effets bénéfiques de ces 
médicaments comme la diminution de la néoglucogenèse, et l’augmentation de l’oxydation 
des acides gras passeraient par la voie LKB1/AMPK (181). D’autres composants naturels 
comme le resvératrol ou l’épigallocatéchine gallate que l’on retrouve dans le vin rouge et le 
thé vert respectivement activent aussi l’AMPK (197, 288). Une étude de Hawley et coll. 
suggère que la plupart de ces composants stimuleraient l’activité de l’AMPK en augmentant 
les niveaux cellulaires de l’AMP et/ou de l’ADP (96). L’AMPK peut être aussi stimulée par le 
5-amino-1-β-D-ribofuranosyl-imidazole-4-carboxamide (AICAR) (47, 66, 242). L’AICAR est 
un analogue de l’adénosine. Dans la cellule, il est phosphorylé en position 5’ pour donner le 5-
amino-1-β-D-ribofuranosyl-imidazole-4-carboxamide monophosphate (ZMP) (47). Le ZMP 
mime les effets de l’AMP sur l’AMPK in vitro et a été également utilisé dans notre étude. 
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I.2.1.2. AMPK, un senseur énergétique 
Jusqu’à présent, toutes les études sur l’AMPK s’accordent pour dire que cette enzyme 
est un senseur du métabolisme énergétique et que son activation vise à rétablir l’homéostasie 
énergétique. Globalement, l’AMPK stimule les voies cataboliques productrices d’ATP (par 
exemple la glycolyse ou la β-oxydation) et inhibe les voies anaboliques consommatrices 
d’ATP (par exemple la néoglucogenèse hépatique ou la synthèse des protéines). Elle agit à 
court terme en contrôlant l’activité de certaines enzymes par phosphorylation et à long terme, 
en contrôlant l’expression des gènes impliqués dans le métabolisme énergétique (240). 
a. Régulation du métabolisme des glucides 
L’AMPK régule le métabolisme glucidique en jouant principalement sur 3 processus à 
savoir la captation du glucose, la glycolyse et la néoglucogenèse. L’AMPK contrôle la 
captation du glucose au cours d’un exercice physique de manière indépendante à l’insuline. 
Dans le muscle squelettique, elle augmente le transport du glucose par deux mécanismes soit 
par l’augmentation de l’expression génique des transporteurs GLUT1 et GLUT4, et par la 
translocation du GLUT4 au niveau de la membrane plasmatique (37, 166, 200). Par ailleurs, 
l’AMPK favorise l’utilisation du glucose en inhibant la synthèse de glycogène et en stimulant 
la glycolyse via l’inhibition de la glycogène synthétase (30) et l’activation de la PFK2 
respectivement (158, 159). Enfin, l’AMPK inhibe la production hépatique du glucose en 
réprimant l’expression des gènes codant pour les principales enzymes de la néoglucogenèse 
telles que la PK, la PEPCK et la G6P (53, 151, 269). Des études subséquentes ont démontré 
que l’AMPK joue un rôle prépondérant dans ce processus et les souris déficientes pour la 
sous-unité AMPKα2 développent une hyperglycémie et une intolérance au glucose associées à 
une augmentation de la production hépatique du glucose (8). 
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b. Régulation du métabolisme des lipides 
L’AMPK régule le métabolisme des acides gras en inhibant la synthèse des lipides 
dans le foie et le tissu adipeux, alors qu’elle stimule la β-oxydation dans les muscles 
squelettiques et le cœur. L’AMPK favorise l’entrée des acides gras dans la cellule en stimulant 
la translocation du transporteur CD36 vers la membrane plasmatique (254). À l’intérieur de la 
cellule, l’AMPK agit principalement en phosphorylant et en inactivant l’ACC (179). Cette 
enzyme catalyse la première réaction de synthèse des lipides, soit la transformation de 
l’acétyl-CoA en malonyl-CoA (17, 259). Le malonyl-CoA est aussi un inhibiteur allostérique 
de la CPT1 (164, 165). Ainsi, l’inhibition de l’ACC par l’AMPK induit, d’une part, 
l’inhibition de la synthèse des acides gras et augmente parallèlement l’entrée de ces derniers 
dans la mitochondrie pour leur oxydation. Dans les tissus lipogéniques comme le foie et le 
tissu adipeux, l’AMPK inhibe également l’activité du facteur de transcription SERBP1c 
(Sterol Regulatory Element Binding Protein 1c) qui régule la transcription de plusieurs gènes 
lipogéniques tels que l’ACC, FAS (Fatty Acid Synthase), GPAT (Glycérol-3-phosphate 
acyltransférase) et HSL (lipase hormonosensible) (91, 104). Dans les hépatocytes, l’AMPK 
diminue aussi la synthèse du cholestérol via la phosphorylation et l’inhibition de la 3-hydroxy-
3-méthylglutaryl-coenzyme A réductase, l’enzyme limitant la synthèse de ce dernier (91, 240, 
282). 
c. Régulation du métabolisme des protéines 
L’AMPK inhibe la synthèse des protéines, un processus très coûteux en énergie, par 
l’inhibition de la voie Akt/mTOR. mTOR est un complexe multiprotéique dont la structure est 
détaillée dans la section II du chapitre (page 57). 
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mTOR phosphoryle la protéine de liaison au facteur d’initiation 4E (4EBP1), ce qui 
libère le facteur d’initiation à la traduction 4E et promeut la synthèse des protéines (136). 
L’AMPK inhibe la voie Akt/mTOR par plusieurs mécanismes. Elle phosphoryle et active la 
protéine TSC2 (45). Cette dernière convertit la protéine Rheb GTPase en une forme inactive 
incapable de stimuler l’activité d’un des complexes de mTOR, le mTORC1 (218). L’AMPK 
phosphoryle aussi directement mTORC1 (85). La phosphorylation de ce dernier favorise son 
recrutement par les protéines 14-3-3, rendant mTOR inactif (108, 136). 
d. Régulation de la fonction mitochondriale 
À plus long terme, l’AMPK régule le métabolisme énergétique en favorisant la 
biogenèse mitochondriale (121, 156). L’AMPK active PGC-1α, un régulateur majeur de la 
biogenèse mitochondriale par deux mécanismes. Premièrement, l’AMPK phosphoryle PGC-
1α sur la Thr-177 et la Ser-538. Cette phosphorylation favorise le recrutement de PGC-1α à 
son promoteur et donc sa transcription (113). Deuxièmement, l’AMPK favorise la 
déacétylation de PGC-1α par la sirtuine 1 (SIRT1). Ces deux mécanismes sont 
complémentaires et sont nécessaires à l’activité de PGC-1α (24). La SIRT1 est une 
déacétylase dont l’activité est régulée par les niveaux de NAD+. Le mécanisme par lequel 
AMPK active SIRT1 n’est pas encore clair (26). Cependant, il a été rapporté que l’activation 
de l’AMPK augmente le ratio NAD+/NADH ce qui favorise l’activité de SIRT1 (25). 
e. Autres rôles 
L’équilibre entre la croissance cellulaire, la prolifération et l’apoptose est indispensable 
au bon fonctionnement de l’organisme; et un déséquilibre conduit notamment au cancer (27). 
Le rôle de l’AMPK dans la régulation de ces trois processus n’est pas surprenant puisque ce 
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dernier est principalement activé par la protéine suppresseur de tumeurs LKB1 (99, 240). La 
croissance cellulaire et la prolifération sont des processus qui impliquent la synthèse des 
protéines et celle des lipides (27). Ainsi, en inhibant la synthèse des protéines (via mTOR) et 
des lipides (via ACC), entre autres, l’AMPK inhibe aussi la croissance cellulaire et la 
prolifération (108). Par ailleurs, lors d’un stress énergétique, l’AMPK phosphoryle le 
suppresseur de tumeurs p53 entraînant son accumulation et son activation. L’activation de p53 
augmente la synthèse des inhibiteurs p21 et p27 du cycle cellulaire et provoque l’arrêt du 
cycle au niveau de la phase G1/S. En outre, p53 agit aussi comme un facteur de transcription 
qui stimule les gènes pro-apoptotiques comme Bax et inhibe les gènes anti apoptotiques 
comme Bcl2. Par conséquent, l’AMPK en activant p53 peut dans certaines conditions 
favoriser l’apoptose (107, 118, 191, 207). 
L’AMPK régule aussi l’autophagie. Ce processus consiste en un engloutissement des 
composants cellulaires par des autophagosomes puis leur fusion avec des lysosomes pour leur 
dégradation (170). C’est un processus de recyclage des composantes cytoplasmiques 
dysfonctionnelles ou en surplus dans le but de fournir des nutriments essentiels à la survie 
cellulaire durant un stress énergétique. L’autophagie permet notamment de recycler les acides 
aminés ou les mitochondries (170). Dans ce dernier cas, on parle alors de mitophagie. 
L’AMPK favorise l’autophagie via l’inhibition de mTOR ou en phosphorylant et activant 
ULK1 (Unc-51-Like Kinase 1), une protéine kinase impliquée dans l’initiation de l’autophagie 
(108). 
En résumé, l’AMPK est une enzyme activée principalement par l’augmentation du 
ratio AMP/ATP. La régulation de son activité implique plusieurs mécanismes tels que la 
phosphorylation/déphosphorylation ainsi qu’un contrôle allostérique notamment par des 
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nutriments comme les acides gras. L’AMPK maintient l’équilibre énergétique en régulant 
différentes voies métaboliques impliquées dans la synthèse de l’ATP notamment en stimulant 
le transport du glucose, la glycolyse, la β-oxydation et la biogenèse mitochondriale et en 
inhibant les voies coûteuses en énergie telles que la synthèse des lipides et des protéines 
(Figure 9, p. 55). Son rôle de régulateur du métabolisme énergétique fait de l’AMPK une cible 
intéressante pour l’étude de la physiopathologie des maladies mitochondriales. 
 
 
Figure 9. Les rôles de l’AMPK dans la régulation du métabolisme 
énergétique. 
Figure tirée de Novikova D.S. et al. Biochemistry (Moscow), 80, 127-144, 2015 (184). 
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I.2.2- La « mammalian target of rapamycin » ou mTOR 
I.2.2.1. Structure et régulation de mTOR 
a. Structure de mTOR 
mTOR est une protéine serine/thréonine kinase de 290 kDa qui appartient à la famille 
des phosphoinositide kinase-related kinase (PIKK). Elle existe sous forme de deux complexes 
fonctionnels soient mTORC1 (mTOR complex1) et mTORC2 (mTOR complex 2) constitués, 
respectivement, de six et de sept composantes protéiques (Figure 10, p. 60) (88, 136, 147). On 
retrouve en commun au sein de ces complexes mTOR qui forme la partie catalytique, mLST8 
(mammalian lethal with sec-13) qui est essentiel à l’activité de mTORC2, mais dont la 
fonction au sein de mTORC1 reste inconnue, deptor (DEP domain containing mTOR-
interacting protein) qui est un inhibiteur de mTOR, et enfin le complexe Tti1/Tel2 qui sert de 
stabilisateur. Les deux complexes se distinguent par la présence de Raptor (Regulatory-
associated protein of mTOR), et de PRAS40 (Prolin Rich Akt Substrate 40 KDa) spécifiques à 
mTORC1. Quant à mTORC2, il est composé de Rictor (Rapamycin-insensitive companion of 
TOR), de mSin1 (mammalian Stress-activated MAP Kinase-interacting protein 1), et de Protor 
1/2 (Protein observed with Rictor 1 and 2). Raptor joue le rôle de régulateur de mTOR en liant 
différents substrats et est sensible à la rapamycine. Rictor joue un rôle similaire au sein de 
mTORC2, mais est insensible à la rapamycine (88, 136, 147). Classiquement, on parle donc 
du complexe sensible à la rapamycine pour mTORC1 et du complexe insensible à la 
rapamycine pour mTORC2. Toutefois, il faut rester prudent, car certaines études démontrent 
que mTORC2 peut être sensible à un traitement à long terme avec la rapamycine, surtout à de 
fortes concentrations (222). Les autres composantes notamment PRAS40 joue le rôle de 
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régulateur négatif pour mTORC1 en se liant à Raptor. mSin1 et Protor 1/2 régulent 
l’interaction de mTORC2 avec ses cibles comme SGK1 (serum and glucocorticoid-induced 
protein kinase 1), une kinase qui régule le transport d’ions et la croissance, et augmentent ainsi 
son activité (77, 88, 136, 147). 
La protéine mTOR est composée de différents domaines (136, 147). Premièrement, on 
observe un domaine N-terminal d’interactions protéine-protéine composé d’une vingtaine de 
motifs HEATS (Huntingtin, EF3, PP2A et TOR). Ce domaine est essentiel à la liaison de 
Raptor et de Rictor. Il est suivi du domaine FAT (FRAP, ATM and TRRAP) qui stabilise la 
conformation active du site catalytique. Enfin, la structure de mTOR s’achève par le domaine 
kinase. Celui-ci englobe un domaine FRB de liaison à la rapamycine (FKBP 12-Rapamycin 
Binding Domain), le site catalytique ainsi que le domaine FATC (FAT-C terminal). Les 
domaines FRB et FATC contrôlent l’accès des substrats au site catalytique et régulent son 
activité (136, 147). La rapamycine est le substrat le plus connu de mTOR ayant permis son 
identification, mais ses effets ne sont pas encore clairement définis. De façon intéressante, la 
rapamycine forme un complexe avec la protéine FKBP 12 (intracellular 12-kDa FK506-
binding protein) qui lie le domaine FRB et inhibe mTOR uniquement au sein du complexe 
mTORC1 (40, 147). Il a été suggéré que le complexe FKBP 12/Rapamycine séquestre mTOR 
bloquant l’accessibilité des substrats au site catalytique (222).  
b. Régulation de mTOR 
La régulation de l’activité de mTOR diffère entre les deux complexes, mTORC1 et 
mTORC2. Dans la littérature, on constate un fort déséquilibre dans l’information concernant 
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mTORC1 et mTORC2 : la régulation de mTORC1 étant bien caractérisée alors que les 
connaissances sur mTORC2 restent très limitées. 
Régulation de mTORC1. L’activité de mTORC1 est régulée par deux principaux 
mécanismes : la phosphorylation directe sur l’un de ces composants, et/ou l’inhibition de 
l’hétérodimère TSC1/TSC2 (Tuberous Sclerosis Complex) (136). Le complexe TSC1/TSC2 
agit comme une GAP (GTPase Activating Protein) pour la protéine Rheb (Ras Homolog 
Enriched in Brain) qui lie une GTP. Rheb-GTP s’associe à mTORC1 et stimule son activité 
(109). Une phosphorylation activatrice du complexe TSC1/TSC2 stimule son activité GAP et 
favorise la conversion de la forme active Rheb-GTP vers une forme inactive Rheb-GDP, ce 
qui bloque l’activité de mTORC1. À l’opposé, une phosphorylation inhibitrice du complexe 
TSC favorise la forme Rheb-GTP et l’activité de mTORC1 (109, 144). mTORC1 intègre les 
signaux des facteurs de croissance, des hormones, des nutriments incluant les acides aminés et 
le glucose, l’ATP, l’oxygène et le stress cellulaire (136, 147). 
Régulation par les facteurs de croissance. Les facteurs de croissance, tel que l’insuline, 
se lient aux récepteurs tyrosine kinase et activent la voie des phosphatidylinositol-3-kinase 
(PI3K)/Akt et la voie de ERK 1/2 (Exracellular-signal-regulated-kinase) (110, 136). Akt et 
ERK 1/2 phosphorylent et inhibent TSC2 permettant à la Rheb-GTP d’activer mTORC1 (136, 
144). En outre, Akt peut phosphoryler directement raptor causant sa dissociation de PRAS40 
et l’activation de mTORC1 (136, 219, 255). À noter que l’activité maximale d’Akt nécessite 
une phosphorylation de la serine 473 par mTORC2 (281). Indirectement, mTORC2 module 
donc positivement l’activité de mTORC1.  
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Régulation par les acides aminés. Les acides aminés, à savoir la leucine et l’arginine, 
activent mTORC1 (11). Le mécanisme par lequel les acides aminés agissent sur l’activité de 
mTORC1 reste controversé. Des études suggèrent que les acides aminés stimulent le 
recrutement de mTORC1 au niveau du lysosome où réside son activateur Rheb. Ce 
recrutement lysosomal par LAMTOR1 serait indispensable à l’activation de mTORC1 par 
tous les stimuli (218, 283).  
Régulation en réponse au stress cellulaire. En réponse à une hypoxie, une diminution 
d’ATP ou une diminution des niveaux du glucose; la protéine AMPK est activée (240). Il en 
résulte une inhibition de mTORC1 par les mécanismes énumérés précédemment soient via 
TSC2 (111), soit par phosphorylation directe (85).  
 
Régulation de mTORC2. Bien que la compréhension de la régulation de mTORC2 
soit limitée, certaines études suggèrent qu’elle répondrait aussi aux facteurs de croissance et 
donc à la voie PI3K. L’activation de la voie PI3K favoriserait l’interaction entre mTORC2 et 
les ribosomes, indispensable à l’activation de mTORC2 (293). Le rôle essentiel des ribosomes 
dans l’activation de mTORC2 est étroitement lié à la croissance cellulaire. En outre la protéine 
p70-S6K1 (ribosomal protein S6 kinase 1), une cible de mTORC1, est capable de 
phosphoryler directement certains composants de mTORC2, notamment rictor et mSIN1, et de 
prévenir leurs activités (150). Ainsi, par un rétrocontrôle, mTORC1 module négativement 




Figure 10. Structure, régulation et rôles de mTOR dans l’organisme. 
Figure tirée de Laplante et al. Cell. 2012 April 13; 149(2): 274–293. mTORC1/2 : mammalian 
target of rapamycin complex 1/2; raptor: regulatory-associated protein of mammalian target of 
rapamycin; pras40: prolinerich Akt substrate 40kDa; rictor : rapamycin-insensitive companion 
of mTOR; mSin1: mammalian stress-activated map kinase-interacting protein 1; protor 1/2 : 
protein observed with rictor 1 and 2; deptor: DEP domain containing mTOR-interacting 
protein; mLST8 : mammalian lethal with sec-13. 
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I.2.2.2. mTOR, un senseur énergétique 
mTOR est une protéine multifonctionnelle dont les rôles diffèrent selon les complexes 
(136, 147). mTORC1 joue un rôle clé dans la synthèse protéique, la synthèse des lipides, la 
croissance cellulaire et la prolifération. Quant à mTORC2, il joue un rôle dans la survie 
cellulaire et l’organisation du cytosquelette de l’actine (136, 147). Globalement, l’activation 
de mTOR est donc coûteuse en énergie. D’ailleurs, elle est inhibée par l’AMPK lors d’un 
stress énergétique (108). Toutefois, dans certaines conditions, l’activation de mTOR favorise 
la synthèse d’ATP en stimulant le métabolisme du glucose (glycolyse aérobique) et en 
régulant la fonction mitochondriale (biogenèse mitochondriale, OXPHOS, cycle de Krebs) 
(88). 
a. Régulation du métabolisme des glucides par mTOR 
mTOR contrôle le métabolisme du glucose en jouant un rôle majeur dans la régulation 
de la glycolyse aérobique ou effet Warburg (56, 88, 136). L’effet Warburg est une 
reprogrammation métabolique qui consiste à synthétiser la majorité de l’énergie cellulaire par 
la glycolyse plutôt que par l’OXPHOS en dépit des conditions d’aérobie (152, 256). Ce 
phénomène a été décrit pour la première fois dans les cellules tumorales (130). 
Ultérieurement, il a aussi été rapporté dans les cellules immunitaires (73, 75, 292). Le taux 
d’ATP produit par glycolyse est généralement très faible comparativement à celui de 
l’OXPHOS, soit respectivement 2 molécules versus 32 molécules d’ATP (Figure 11, p. 62) 
(17, 259). Pour pallier à ce déficit, les cellules en reprogrammation augmentent leur 
consommation de glucose de même que leur flux glycolytique pour produire une quantité 
d’ATP qui peut être supérieure à celle issue de l’OXPHOS. De plus, le glucose sera converti à 
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plus de 85% en lactate, régénérant le NAD+ nécessaire pour maintenir le flux glycolytique 
(143, 152, 252). Ainsi, comme mentionnée plus haut, la glycolyse aérobique constitue un 
moyen important pour les cellules de produire rapidement l’ATP indépendamment de la 
mitochondrie. 
 
~ 32 mol ATP / 
mol glucose
2 mol ATP / 
mol glucose ~ 4 mol ATP / mol glucose
 
Figure 11. Taux d’ATP produit par glycolyse versus phosphorylation 
oxydative. 
Figure adaptée  de Vander Heiden et al. Science, 324, 1029-1033, 2009 (256). 
 
Les deux complexes de mTOR participent à la régulation de la glycolyse aérobique 
(88, 136, 147). mTORC1 phosphoryle p70-S6K et 4E-BP1 favorisant la synthèse du facteur de 
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transcription HIF-1 (38, 48, 71, 100, 153). Dans les conditions normoxiques, HIF-1 est un 
facteur de transcription qui favorise l’expression, entre autres, des enzymes glycolytiques PFK 
et PK (157, 160). Il stimule aussi l’expression du transporteur du glucose GLUT1 (36), et 
l’expression de la LDHA qui catalyse la transformation du pyruvate en lactate (231, 284). De 
plus, HIF-1 favorise l’expression de la pyruvate déshydrogénase kinase 1 (PDHK1) (71, 
153), un inhibiteur de la PDH1, résultant en une augmentation de la glycolyse au détriment de 
la phosphorylation oxydative (65, 93, 101).  
 
Le rôle de mTORC2 dans la glycolyse aérobique est moins bien défini. Toutefois, des 
recherches récentes démontrent que mTORC2, en collaboration avec mTORC1, joue un rôle 
central dans ce métabolisme. mTORC2 active Akt et stimule l’acétylation de FoxO (161, 223). 
Cela se traduit par une augmentation de c-Myc et donc l’augmentation des gènes codant pour 
les protéines qui régulent la glycolyse aérobique tels que GLUT1, HK, LDHA et PDHK1 (56, 
161, 162). 
 
La figure 12 ci-après (p. 64) illustre la régulation du métabolisme du glucose par les 
deux complexes de mTOR. Celle-ci tient compte principalement des cibles communes entre 




Figure 12. Schéma résumant les principales voies de régulation du 
métabolisme du glucose par mTOR abordées dans cette thèse. 
mTORC1/2 : mammalian target of rapamycin complex 1/2; P70 S6K : Ribosomal protein S6 
kinase beta-1; 4E-BP1 : Eukaryotic translation initiation factor 4E-binding protein 1 ; HIF-1α : 
Hypoxia inducible factor 1 alpha; GLUT1 : glucose transporter 1; PFK : phoshofructokinase; 
LDHA : lactate déshydrogénase; PDHK : pyruvate déshydrogénase kinase 1; Akt ou protéine 
Protéine Kinase B; HDAC : histones désacétylase; FoxO : Forkhead box O; c-Myc : 
myelocytomatosis oncogene ; ATP : Adénosine triphosphate. 
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b. Régulation de la fonction mitochondriale par mTOR 
Des études qualifient mTOR de régulateur majeur de la fonction mitochondriale, bien 
que les mécanismes sous-jacents ne soient pas encore entièrement compris (Figure 13, p.66) 
(51, 174, 175). En effet, l’inhibition de mTOR affecte l’activité mitochondriale résultant en 
une inhibition du cycle de Krebs, une inhibition de la respiration ainsi qu’une réduction des 
niveaux d’ATP (174). Ceci peut paraître contradictoire puisqu’auparavant je mentionnais que 
mTOR favorise le métabolisme glycolytique au dépens de la phosphorylation oxydative. Le 
groupe de Sonenberg a démontré que mTORC1 contrôle la synthèse protéique de certaines 
protéines mitochondriales, à savoir le facteur de transcription mitochondrial (TFAM), le 
Complexe I, et le Complexe V, par l’intermédiaire de 4E-BP1. De plus, au niveau 
transcriptionnel, mTORC1 régule le facteur de transcription PGC1α (174, 175). L’effet de 
mTORC1 sur PGC1α serait médié par le régulateur transcriptionnel Ying Yang 1 (YY1) (51). 
mTORC1 régulerait aussi la transcription des gènes impliqués dans la régulation de 
l’OXPHOS et du cycle de Krebs, via le contrôle de l’expression et de l’activité du facteur de 
transcription ERR (estrogen-related receptor alpha) (35).  
Parallèlement à mTORC1, mTORC2 régule également la fonction mitochondriale en 
contrôlant le transfert des lipides et l’entrée du calcium dans cette organelle. mTORC2 est 
localisé au niveau du MAM, le « mitochondrial-associated ER membrane » où il joue un rôle 
dans le maintien de son intégrité par une voie Akt dépendante (19). Une suppression de 
mTORC2 cause une malformation du MAM, entraînant une augmentation du potentiel 
membranaire, une dérégulation de l’entrée du calcium et un défaut de production d’ATP (19).  
Enfin, les deux complexes réguleraient le cycle de Krebs en stimulant l’anaplérose via 
leurs cibles respectives HIF-1 et c-Myc. En effet, la stabilisation de HIF-1 favorise 
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l’inhibition de l’oxydation du pyruvate qui devient ainsi disponible pour une conversion en 
OAA. Quant à c-Myc, celui-ci joue un rôle important dans le métabolisme de la glutamine. Il 
stimule la captation de la glutamine et sa transformation en glutamate en contrôlant la 
transcription de la GLS (76). c-Myc favorise donc l’utilisation de la glutamine comme 
principal substrat anaplérotique pour le maintien du flux du cycle de Krebs et pour la survie 
cellulaire (86, 87).   
 
Figure 13. Schéma résumant les principales voies de régulation de la 
fonction mitochondriale par mTOR et abordées dans cette thèse. 
mTORC1/2 : mammalian target of rapamycin complex 1/2; 4E-BP1 : Eukaryotic translation 
initiation factor 4E-binding protein 1 ; HIF-1α : Hypoxia inducible factor 1 alpha; Akt ou 
protéine kinase B; c-Myc : myelocytomatosis oncogene ; PGC-1α : Peroxisome proliferator-
activated receptor gamma coactivator 1-alpha ; YY1 : Ying Yang 1; TFAM : Mitochondrial 
transcription factor A; MAM : mitochondrial-associated ER membrane; PACS2 : 
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Phosphofurin Acidic Cluster Sorting Protein 2; IP3R : Inositol trisphosphate receptor ; HK2 : 
Hexokinase; ATP : Adénosine triphosphate. 
 
En résumé, mTOR est une protéine kinase existant sous deux formes : mTORC1 et 
mTORC2, et sensible, entre autres, aux nutriments et à la variation des niveaux d’ATP. Son 
activité est régulée par des mécanismes de phosphorylation/déphosphorylation ainsi qu’un 
contrôle allostérique. mTOR est un senseur énergétique qui joue un rôle primordial dans le 
métabolisme du glucose et la régulation de la fonction mitochondriale. Son rôle de régulateur 
de la reprogrammation métabolique fait de mTOR une cible intéressante pour l’étude de la 

































CHAPITRE II - QUESTIONS DE RECHERCHE, 




II.1- Questions de recherche et objectif  
 
Le LSFC est une maladie infantile avec un taux de mortalité très élevé. Il n’existe 
aucun traitement et malheureusement, très peu d’études portent sur cette maladie. Pourtant, 
comprendre la physiopathologie de celle-ci est fondamental afin de pouvoir développer des 
traitements. Quelles sont les conséquences de la déficience en LRPPRC sur le métabolisme 
énergétique ? Qu’en est-il des mécanismes d’adaptation du métabolisme énergétique lors d’un 
stress.  Une meilleure compréhension des mécanismes moléculaires permettra éventuellement 
de comprendre la physiopathologie du LSFC. 
Nous avons déjà rapporté que les fibroblastes des patients LSFC ont des niveaux 
d’ATP inchangés malgré une dysfonction mitochondriale sévère. Toutefois, ces fibroblastes 
sont plus susceptibles à la mort cellulaire en réponse à une surcharge de nutriments (22). Ces 
données suggèrent deux hypothèses. Premièrement, en conditions basales, les cellules LSFC 
auraient des mécanismes de compensation leur permettant de maintenir les concentrations 
d’ATP en dépit de la dysfonction mitochondriale. Deuxièmement, la capacité des cellules 
LSFC de faire face à un excès d’acide gras est diminuée, ce qui suggère que les mécanismes 
de compensation pourraient régresser plus rapidement dans une situation de stress. Ainsi, 
l’objectif général de mon étude est de mieux comprendre l’effet d’une mutation de 
LRPPRC sur le métabolisme énergétique en investiguant les mécanismes d’adaptation. 
On s’intéresse, en particulier, aux voies de signalisation clé régulant l’homéostasie 
énergétique à savoir les voies AMPK et mTOR connues pour favoriser l’OXPHOS et la 
glycolyse aérobique. Ces deux voies sont de plus en plus des cibles thérapeutiques 
privilégiées dans les maladies mitochondriales. Quelques effets bénéfiques ont été rapportés. 
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En l’occurrence, l’activation de l’AMPK en réponse au stress oxydatif dans les fibroblastes de 
patients atteints du syndrome de MERRF augmente la glycolyse favorisant la survie cellulaire 
(275). En outre, l’activation de la voie AMPK/PGC-1α a été associée à une correction de la 
déficience en COX, à une augmentation la biogenèse mitochondriale et une amélioration de la 
fonction mitochondriale dans différents modèles murins de maladies mitochondriales 
caractérisées par un déficit du complexe IV incluant la myopathie mitochondriale (202, 257). 
Quant à mTOR, son inhibition par la rapamycine dans un modèle murin du syndrome de Leigh 
améliore les symptômes neurologiques et augmente la survie (117).  
Durant mon projet, j’ai donc voulu répondre aux questions spécifiques suivantes : La 
voie mTOR interviendrait-elle dans la régulation du métabolisme énergétique des cellules 
LSFC? L’utilisation de la rapamycine serait-elle bénéfique pour les cellules LSFC ? Existe-t-il 
une reprogrammation métabolique liée à la voie mTOR permettant d’assurer la survie des 
cellules LSFC ? L’incapacité à stimuler les mécanismes d’adaptation en réponse à un stress, 
comme l’activation de l’AMPK, serait-il à l’origine de la mort prématurée observée dans les 
fibroblastes LSFC? Le but ultime de ce projet de recherche étant d’identifier des cibles 
thérapeutiques chez les patients LSFC et de tester différents agents pharmacologiques existant 




1) L’activation de la voie mTOR est essentielle au maintien des niveaux d’ATP des 
fibroblastes LSFC. 
 
Figure 14. Schéma illustrant la première hypothèse. 
La dysfonction mitochondriale associée à la déficience de LRPPRC devrait entraîner des 
mécanismes d’adaptation incluant l’activation de mTOR. En favorisant la glycolyse aérobique 
et la fonction mitochondriale, l’activation de mTOR favoriserait le maintien des niveaux 
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d’ATP des fibroblastes LSFC. LRPPRC : Leucine-Rich PPR-motif Containing Protein; 
mTOR: mamalian target of rapamycin ; HIF1α : hypoxia inducible factor 1 alpha ; c-Myc : 
myelocytomatosis oncogene ; PGC-1α : Peroxisome proliferator-activated receptor gamma 
coactivator 1-alpha; 4E-BP1 : Eukaryotic translation initiation factor 4E-binding protein 1 ; 
GLUT1 : glucose transporteur 1; LDHA : lactate déshydrogénase; PDHK1 : pyruvate 
déshydrogénase kinase 1; ATP : Adénosine triphosphate. 
 
2) Un défaut d’activation de la protéine AMPK contribue à la plus grande susceptibilité des 








Figure 15. Schéma illustrant la deuxième hypothèse. 
La dysfonction mitochondriale engendrerait un défaut du métabolisme du palmitate prévenant 
l’activation de l’AMPK et augmentant ainsi la susceptibilité de ces cellules au 
Palmitate/Lactate. LRPPRC : Leucine-Rich PPR-motif Containing Protein; AMPK : protéine 
kinase activée par l’AMP. 
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II.3- Approche expérimentale 
II.3.1- Étude du rôle de mTOR dans le maintien des niveaux d’ATP  
mTOR contribue à la synthèse d’ATP via son rôle dans la régulation de la glycolyse 
aérobique ou effet Warburg. mTORC1 et mTORC2 favorisent respectivement la synthèse de 
HIF-1α et de c-Myc, deux facteurs de transcription qui stimulent l’expression des gènes 
glycolytiques (136, 204). Nous avons déterminé le rôle de mTOR en évaluant l’expression et 
l’activité des protéines cibles impliquées dans la glycolyse et présentées dans la Figure 16 (p. 
75). La quantité de ces protéines peut être modulée de plusieurs manières notamment via une 
augmentation de la transcription ou de la traduction  ou encore en modulant leur activité i.e. 
par phosphorylation. Ainsi dans cette étude, les niveaux d’expression (génique et/ou 
protéique) et de phosphorylation ont été utilisés. 
L’expression génique et/ou protéique de HIF-1α et c-Myc ont été évaluées. L’expression 
génique et/ou protéique de GLUT1, LDHA et PDHK1, des cibles glycolytiques de HIF-1α et 
de c-Myc ont été aussi mesurées. Au cours de l’effet Warburg, PDHK1 inhibe l’oxydation du 
pyruvate en acétyl-CoA en phosphorylant et inhibant PDH1, l’enzyme qui catalyse cette 
conversion. La phosphorylation de PDH1 a donc été évaluée.  
Par ailleurs, l’effet Warburg se caractérise par une importante conversion du pyruvate, 
issue du catabolisme du glucose, en lactate. Ainsi, celle-ci a été évaluée par l’étude de flux 
métaboliques. Ces flux sont mesurés grâce à l’utilisation des substrats marqués avec des 
isotopes stables. Dans la présente étude, nous avons utilisé le glucose marqué à l’isotope 13C et 
sa contribution (ou l’enrichissement isotopique) à la formation du pyruvate, du lactate et de 
l’alanine, a été mesurée par chromatographie de gaz couplée au spectromètre de masse 
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(GCMS). L’enrichissement isotopique d’une molécule correspond à la proportion de 
molécules marquées par rapport à la somme totale des molécules. On l’exprime en 
pourcentage d’enrichissement molaire ou MPE selon l’équation suivante : MPE (Mi) = % 
AMi/[AM + ΣAMi]. Mi : isotopomère de masse contenant i atomes marqués au 
13C; 
i =1,2,3,…, n atomes marqués. AMi et AM : aires sous la courbe du pic de chaque ion d’une 
molécule. Les aires sous la courbe sont corrigées pour l’abondance naturelle de chacun des 
isotopes stables. Pour le carbone, l’abondance naturelle de l’isotope stable varie entre 1.01% et 
1.15% du carbone total, ce qui reste très faible. La méthode utilisée pour nos mesures de flux a 
été préalablement développée pour l’étude du cœur ex vivo et adaptée par la suite pour les 
cellules (208, 214). 
Dans un deuxième temps, pour valider le rôle de mTOR dans la régulation de la 
glycolyse; son activité a été inhibée en utilisant d’une part la rapamycine, un inhibiteur 
spécifique de mTORC1, et d’autre part le KU0063794, un inhibiteur qui cible les deux 
complexes (78, 136, 243). En effet, il n’existe pas d’inhibiteur spécifique pour mTORC2.  Une 
courbe dose-réponse nous a permis de définir la concentration pour la rapamycine à 100 nM. 
La concentration pour le KU0063794 a été déterminée en se basant sur la littérature (78). 
Toutes les protéines de la glycolyse évaluées en conditions basales ont été mesurées en 
réponse à l’inhibition de mTOR. Les niveaux d’ATP ont été également déterminés en réponse 




Figure 16. Protéines impliquées dans la régulation de la glycolyse aérobique 
évaluées dans l’étude. 
mTOR C1/C2 : mamalian target of rapamycin complex 1/2; HIF1α : hypoxia inducible factor 
1 alpha ; c-Myc : myelocytomatosis oncogene ; HK : hexokinase; PFK : phosphofructokinase; 
GLUT1 : glucose transporter 1; LDHA : lactate déshydrogénase; PDHK1 : pyruvate 




II.3.2- Étude des mécanismes d’activation de la protéine AMPK par le palmitate/lactate 
Les patients atteints du LSFC sont très susceptibles à une perturbation de l’homéostasie 
énergétique. Selon les parents, les infections, l’activité physique, des repas hyper énergétiques 
conduisent à l’apparition des crises métaboliques (22, 217). Nous avons donc étudié les 
mécanismes d’adaptation au stress. Nous avons évalué la phosphorylation de l’AMPK et de 
ses cibles en réponse à différents types de stress énergétique (Figure 17, p. 78). 
1- Activation de l’AMPK en réponse à différents types de stress  
Incubation avec le palmitate et le lactate. Une diète riche en lipides a souvent été 
associée à l’apparition des crises chez les patients LSFC et celles-ci sont caractérisées par des 
taux élevés de lactate (22, 217). Dans la présente étude, les fibroblastes de témoins et de 
patients LSFC ont ainsi été traités avec une combinaison de 1 mM de palmitate et de 10 mM 
de lactate pour induire un stress nutritionnel mimant les effets d’un état de crise. Une 
exposition chronique (20 h et plus) au Palmitate/Lactate induit une mort précoce des cellules 
LSFC (22). Nous avons choisi un traitement de 4 h pour pouvoir déceler les altérations des 
mécanismes adaptatifs précédant la mort cellulaire. 
Incubation avec le ZMP. Le ZMP est un analogue de l’AMP qui active l’AMPK. De 
façon intéressante, l’utilisation du ZMP mime l’augmentation des niveaux de l’AMP dans la 
cellule indépendamment d’une diminution des niveaux de l’ATP (47, 132). Cet aspect est 
important dans le cadre des maladies mitochondriales où la synthèse de l’ATP est déjà limitée. 
L’activation chronique de l’AMPK est connue pour induire la biogenèse mitochondriale (113, 
119, 120). Notamment, une incubation de 48h avec 0,5 mM de ZMP est suffisante pour 
induire la biogenèse mitochondriale dans des cellules saines (résultats non publiés). Nous 
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avons donc voulu vérifier si l’activation de cette voie par le ZMP pouvait avoir des effets 
bénéfiques dans les cellules LSFC en réponse à un stress nutritionnel. Dans notre étude une 
partie des cellules a donc été traitée pendant 48h avec 0,5 mM de ZMP, préalablement à 
l’incubation avec la combinaison de Palmitate/lactate. 
Incubation avec le 2,4-Dinitrophénol (DNP). Le DNP est un découplant classique de la 
chaîne respiratoire entraînant une diminution de la synthèse d’ATP (17, 83). Une courbe dose-
réponse a été réalisée afin de déterminer la concentration optimale permettant l’activation de 
l’AMPK en l’absence de mort cellulaire. Suite aux expériences préliminaires, nous avons 
choisi une concentration de 0,1 mM de DNP avec un temps de stimulation de 10 min. Le 

























Figure 17. Activation de l’AMPK en réponse à différents types de stress. 
Différentes approches ont été utilisées dans cette thèse pour activer l’AMPK. Le DNP active 
l’AMPK via une augmentation des niveaux de l’AMP. Le ZMP active l’AMPK en mimant les 
effets de l’AMP sur cette dernière. Le lactate/palmitate activerait l’AMPK par un mécanisme 
encore inconnu.  DNP ; 2,4 dinitrophénol, ZMP : 5-amino-1-β-D-ribofuranosyl-imidazole-4-
carboxamide monophosphate, AMP : adénosine monophosphate, AMPK : protéine kinase 







2- Mécanismes d’activation de l’AMPK en réponse au Palmitate/Lactate 
Il est important de noter que le lactate seul n’induit pas de mortalité dans les cellules 
LSFC (22). Par conséquent, nous pensons que les effets du traitement palmitate/lactate sont 
principalement attribuables au palmitate. Des études démontrent qu’un traitement chronique 
avec le palmitate inhibe l’AMPK notamment via une induction de l’inflammation et du stress 
du réticulum endoplasmique (154, 163). Par contre à court terme, le palmitate active l’AMPK 
(67, 98, 138, 264). Cependant, les mécanismes  par lesquels le palmitate active l’AMPK 
demeurent inconnus. Il a été proposé que le métabolisme du palmitate soit indispensable pour 
son action sur l’activité de l’AMPK (6, 28, 183). Par ailleurs, il est aussi proposé que 
l’activation du palmitate en palmitoyl-CoA engendre une consommation d’ATP qui induirait 
l’activation de l’AMPK (125). Pour évaluer ces deux mécanismes, nous avons procédé aux 
expériences suivantes : 
- Incubation avec le 2-Bromopalmitate/Lactate (1mM-10mM). Le 2-bromopalmitate 
est un analogue du palmitate non métabolisable par la β oxydation (185). L’incubation de 
celui-ci avec nos cellules permet de savoir si le métabolisme intracellulaire du palmitate est 
requis pour l’activation de l’AMPK. 
- Incubation avec du Palmitate/Lactate (1mM-10mM) : Nous avons mesuré les niveaux 
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III.1- Rôle de mTOR dans le métabolisme énergétique 
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Leigh syndrome French Canadian type (LSFC) is a mitochondrial disease caused by mutations 
in the LRPRRC gene leading to a reduction of cytochrome c oxidase (COX) expression 
reaching 50% in skin fibroblasts. We have shown that, under basal conditions, LSFC and 
control cells display similar ATP levels. We hypothesized that this occurs through 
upregulation of mechanistic target of rapamycin (mTOR)-mediated metabolic reprogramming. 
Our results showed that, compared to controls, LSFC cells exhibited an upregulation of the 
mTORC1 pathway, higher levels of the hypoxia inducible factor (HIF)-1α and its downstream 
target, pyruvate dehydrogenase kinase 1 (PDHK1), a regulator of mitochondrial pyruvate 
dehydrogenase 1 (PDH1). Consistent with these signaling alterations, LSFC cells displayed a 
40-61% increase in [U-13C6]glucose contribution to pyruvate, lactate and alanine formation, as 
well as higher levels of the phosphorylated and inactive form of PDH1. Interestingly, 
inhibition of mTOR with rapamycin did not alter HIF-1α or PDHK1 protein levels in LSFC 
fibroblasts. However, this treatment increased PDH1 phosphorylation in control and LSFC 
cells and reduced ATP levels in control cells. Rapamycin also decreased LRPPRC expression 
by 41% and 11% in LSFC and control cells, respectively, and selectively reduced COXIV 
expression in LSFC fibroblasts. Taken together, our data demonstrate the importance of 
mTORC1, independently of the HIF-1α/PDHK1 axis, in maintaining LRPPRC and COX 








Mitochondrial diseases, LSFC, LRPPRC, COX, mTORC1, rapamycin 
ABBREVIATIONS 
LSFC, Leigh Syndrome French Canadian type; COX, Cytochrome c Oxidase; mTOR, 
mechanistic Target of Rapamycin; HIF-1α, Hypoxia Inducible Factor-1 alpha; PDHK1, 
Pyruvate Dehydrogenase Kinase 1; PDH1, Pyruvate dehydrogenase 1; OXPHOS, Oxidative 
phosphorylation; LRPPRC, Leucine-Rich Pentatricopeptide Repeat Containing; AMPK, AMP 





Mitochondrial diseases, also known as oxidative phosphorylation (OXPHOS) 
disorders, are the most frequent inherited metabolic diseases globally with a prevalence rate of 
1/5000 (15, 25, 27). This includes Leigh syndrome French Canadian type (LSFC), a recessive 
neurodegenerative infantile mitochondrial disease with an incidence of 1/2000 in the 
Saguenay Lac-St-Jean region of Quebec (22). LSFC is caused by mutations in the nuclear 
gene Leucine-Rich Pentatricopeptide Repeat Containing (LRPPRC) (21). Most Quebec LSFC 
patients are homozygous for an A354V substitution causing a decrease in LRPPRC protein 
(21, 41). Recently, novel mutations in this gene have also been reported outside the French-
Canadian population (26). 
LRPPRC is a multifunctional protein that plays an important role in mRNA 
metabolism including post-transcriptional processes and translation (30, 32). Its deficiency 
produces a tissue-specific mitochondrial defect which, in fibroblasts, is characterized by an 
isolated respiratory chain complex IV or cytochrome c oxidase (COX) defect (32, 33, 41). 
LSFC fibroblasts present several mitochondrial functional abnormalities including reduced 
mitochondrial membrane potential, fragmentation of the mitochondrial network and impaired 
OXPHOS capacity (2). However, and despite these abnormalities, LSFC fibroblasts have 
preserved ATP levels in basal conditions suggesting the activation of a compensatory 
mechanism (2). For instance, upregulation of glycolysis and the concomitant production of 
lactate could potentially overcome the decrease in mitochondrial respiration. 
Numerous signaling pathways participate in the regulation of glycolysis. Among these, 
the mechanistic target of rapamycin (mTOR) is a key regulator of energy metabolism. mTOR 
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exists as two functional complexes distinguished by their composition: mTOR complex 1 
(mTORC1) and 2 (mTORC2) (19). The best characterized complex, mTORC1, is sensitive to 
rapamycin, regulated positively by Akt/protein kinase B (PKB), and negatively by AMP 
activated protein kinase (AMPK) in response to multiple signals as well as the cellular 
AMP/ATP ratio (17, 37). In immune and cancer cells, mTORC1 regulates aerobic glycolysis 
through increased expression of several proteins including the transcription factor hypoxia 
inducible factor-1α (HIF-1α) and its target pyruvate dehydrogenase kinase 1 (PDHK1) (4, 11, 
16, 34). PDHK1 phosphorylates and inhibits pyruvate dehydrogenase 1 (PDH1), the 
gatekeeper of glucose oxidative metabolism leading to a metabolic switch away from 
mitochondria and toward glycolysis (reviewed in 8, 34, 39). 
Based on these findings, we hypothesize that activation of the mTORC1 pathway and 
its downstream targets HIF-1α/PDHK1 could be a compensatory mechanism in LSFC 
fibroblasts, enabling them to maintain their ATP levels. Our data demonstrated that, contrary 
to our hypothesis, inhibition of mTORC1 does not alter the HIF-1α/PDHK1 signaling pathway 
or ATP levels in LSFC fibroblasts. However, our study has uncovered a potential role for 
mTORC1 in LRPPRC and COX expression in LSFC fibroblasts.  
METHODS  
Cell culture Skin fibroblasts from one LSFC female patient (8 years old) homozygous for the 
common A354V mutation and one paired female control (5 years old) were provided by the 
LSFC Consortium Biobank (Université du Québec à Chicoutimi, Chicoutimi, QC, Canada). 
The protocol was approved by the Research Ethics Committee of the “Centre intégré 
universitaire de santé et de services sociaux (CIUSS) du Saguenay Lac-Saint-Jean” and the 
Montreal Heart Institute. Unless stated, all chemicals were obtained from Sigma-Aldrich (St-
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Louis, MO, USA). Primary fibroblasts were grown (up to passage 18) at 37°C and 5% CO2, in 
high glucose (4.5 g/L) Dulbecco's Modified Eagle's Medium (DMEM) (Mediatech, Manassas, 
VA, USA) supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS), 100 U/ml penicillin, 10 mg/ml 
streptomycin (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA), and 1% MEM vitamin and non-essential 
amino acid solutions from Mediatech. For the labeling experiments, which require a larger 
number of cells, we used fibroblasts that were immortalized by transduction with a retroviral 
vector expressing the HPV-16 E7 gene and the catalytic component of human telomerase as 
described (42). 
Cell treatment To examine mTORC1 function, cells were treated for 16 h with 100 nM 
rapamycin or vehicle (DMSO) in supplemented DMEM. On the day of the study, cells were 
cultured in a serum-free non-supplemented DMEM with inhibitor or vehicle, as specified, for 
an additional 4 h. 
Gel electrophoresis and Immunoblotting Cells were washed twice with ice-cold PBS. They 
were then lysed in buffer containing 25 mM Tris·HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 1 mM sodium 
orthovanadate, 20 mM sodium fluoride, 10 mM sodium pyrophosphate, 2 mM EGTA, 2 mM 
EDTA, 1 mM phenylmethylsulfonyl fluoride, 0.1% sodium dodecyl sulfate (SDS), 1.5% 
dodecyl-maltoside and protease inhibitors. Lysates were kept on ice for 30 min, and then 
centrifuged at 20 000 g for 30 min at 4°C to remove insoluble material. An equal amount of 
protein was resolved on 8% or 12% SDS-PAGE gels, as appropriate, and transferred to 
nitrocellulose membranes (Bio-Rad, Hercules, CA, USA) for 1 h at 4°C. Membranes were 
blocked for 1 h with 5% (w/v) nonfat dry milk in TBST (25 mM Tris-HCl pH 7.6, 150 mM 
NaCl and 0.05% Tween 20) and then incubated overnight at 4°C with the following primary 
antibodies: AMPK, phospho-AMPK (Thr 172), ACC, phospho-ACC (Ser 79), mTOR, 
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phospho-mTOR (Ser 2448), Akt, phospho-Akt (Ser 473), p70S6K, phospho-p70S6K (Thr 
389), 4EBP1, phospho-4EBP1 (Thr 37/46), HIF-1α, PDHK1, COXIV, and NDUFS2 from 
Cell Signaling Technology (Danvers, MA, USA); β-actin from Santa Cruz biotechnology 
(Dallas, TX, USA); PDH1, phospho-PDH1 (Ser 293) and an OXPHOS cocktail from Abcam 
(Toronto, ON, Canada); and a polyclonal rabbit anti-LRPPRC antibody raised against a 22 
amino acid peptide having the sequence CEPPESFEFYAQQLRKLRENSS (antibody 295-
313; Zymed Laboratories, San Francisco, CA, USA). Membranes were then incubated at room 
temperature for 1.5 h with the appropriate horseradish peroxidase-conjugated secondary 
antibody from Cell Signaling Technology. Immunoreactive bands were then visualized using 
chemiluminescence and quantified using ImageJ software (http://imagej.net/Downloads). All 
protein levels were expressed in arbitrary units and normalized to β-actin, which was used as 
loading control. For treatment conditions, results were presented as a fold change over basal. 
ATP levels ATP levels were measured with the ATPlite luminescence ATP detection assay 
system from Perkin Elmer (Waltham, MA, USA), according to the manufacturer’s 
instructions. Fibroblasts were seeded in opaque 96-well plates at a density of 10 000 cells per 
well. Determinations were performed in triplicate. Luminescence was quantified using a 
Synergy 2 Alpha Microplate Reader (BioTek Instruments, Winooski, VT, USA). 
Cell treatments and [U-13C6]glucose labeling The relative contribution of exogenous glucose 
to the formation of intracellular pyruvate, lactate and alanine was assessed using modifications 
of previously published methods (18, 28). For these studies, confluent immortalized 
fibroblasts were cultured in supplemented DMEM with the following modifications: 5 mM 
glucose, 0.2 mM pyruvate and 0.5 mM glutamine. On the day of the study, cells were washed 
with PBS and then incubated in a serum-free non-supplemented DMEM containing 5 mM [U-
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13C6]glucose, 0.2 mM pyruvate, and 0.5 mM glutamine for 4 h. Cells were washed again with 
PBS and recovered in a 70% methanol buffer. Hydroxylamine was added to the supernatants 
to a final concentration of 25 mM. Labeled metabolites (pyruvate, lactate and alanine) were 
extracted with100% methanol, sonicated (1 min), incubated at 70°C for 15 min, and then 
centrifuged at 14 000 rpm at 4°C for 15 min. The resulting supernatants were dried, taken up 
in 25 µl pyridine, incubated at 45°C for 90 min, derivatized in 100 µl of N-methyl-N-tert-
butyldimethylsilyltrifluoroacetamide (MtBSTFA) and then incubated at 90°C for 4 h. 
Metabolites were then measured by gas chromatography-mass spectrometry (GC-MS). Details 
for the measurement of 13C-enrichment of lactate, pyruvate and alanine by GC-MS, as well as 
the equations used to calculate the relative contribution of exogenous glucose to the formation 
of these metabolites have been previously described (28, 29). 
Statistical analysis Statistical analysis was performed using GraphPad Prism 5 software. 
Significant differences were determined using a paired two-tailed Student’s t-test. Data were 
log transformed (base 10) for analysis when necessary. The results are expressed as mean ± 
standard error (SEM) and significance was accepted at p≤0.05. 
RESULTS  
Increased contribution of exogenous glucose to the formation of pyruvate lactate and alanine 
in LSFC fibroblasts 
As previously reported (32), and compared to controls, LSFC fibroblasts displayed a reduction 
of LRPPRC and COXIV expression by 72% and 50% respectively (Figure 1A and 1B). 
Despite mitochondrial dysfunction and COX deficiency, control and LSFC fibroblasts 
presented similar ATP levels under basal conditions (2). We hypothesized that this was the 
result of increased glycolytic flux. As a first step to address this question, we evaluated the 
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relative contribution of exogenous glucose to pyruvate, lactate and alanine using [U-
13C6]glucose (Figure 1C) as described in the method section. In control fibroblasts, 32% of 
labeled pyruvate derives from [U-13C6]glucose while the remaining comes from unlabeled 
substrates, most likely extracellular pyruvate (Figure 1D). Furthermore, the formation of 13C-
labeled pyruvate, lactate and alanine from [U-13C6]glucose was increased by 41%, 61%, and 
52% respectively, in LSFC cells compared to control cells (p≤0.05).  
Up-regulation of the Akt/ mTORC1 signaling pathway in LSFC fibroblasts  
We examined the AMPK and Akt/mTORC1 signaling pathways, two master regulators of 
cellular energy homeostasis (4, 7, 38). As shown in Figure 2A, we did not detect any changes 
in the phosphorylation levels of AMPKα or of its downstream target acetyl-CoA carboxylase 
(ACC) in LSFC fibroblasts, which is consistent with their unchanged ATP levels levels under 
basal conditions. Next, we determined the activity of the Akt/mTOR signaling pathway and 
found an increase of total (27%; p≤0.05) and phospho-Akt (136%; p≤0.01) as well as total 
mTOR protein (53%; p≤0.05), but not of phospho-mTOR (Figure 2B). These changes were 
parallel with enhanced phosphorylation of mTORC1 downstream targets p70 S6K and 4EBP1 
by 105% (p≤0.05) and 49% (p≤0.001), respectively (Figures 2C). 
Pyruvate dehydrogenase 1 is inhibited in LSFC fibroblasts  
In cancer cells, mTORC1-mediated metabolic remodeling has been shown to occur, in part, 
through activation the HIF-1α/PDHK1 axis (8, 11). Thus, we examined whether this pathway 
was upregulated in LSFC cells. As illustrated in Figure 3A, the expression of HIF-1α and 
PDHK1 was increased by 200% (p≤0.01) and 155% (p≤0.05), respectively, in LSFC 
fibroblasts. Consistent with this result, the phosphorylated and inhibited form of PDH1 
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(phospho-PDH1) was increased by 95% (p≤0.01) in LSFC fibroblasts compared to controls, 
while total PDH1 protein levels remained unchanged (Figure 3B).  
Suppression of mTORC1 activity does not alter HIF-1α and PDHK1 levels 
To further our understanding of mTORC1’s role, cells were treated with 100 nM rapamycin 
for 20 h. As anticipated, rapamycin reduced mTOR phosphorylation by 63% and 65% 
(p≤0.01) in LSFC and control fibroblasts, respectively (Figure 4A). This resulted in an 86% 
and 88% reduction (p≤0.001) of phospho-p70 S6K in control and LSFC fibroblasts (Figure 
4A). It has been shown that inhibition of p70 S6K prevents its negative feedback on 
phosphatidylinositol-3-kinase (PI3K) leading to mTORC2 activation and phosphorylation of 
its downstream target Akt (31, 47). Consistent with this, rapamycin treatment was associated 
with an increase of phospho-Akt by 91% and 57% (p≤0.01) in control and LSFC fibroblasts 
(Figures 4A). However and contrary to our hypothesis, rapamycin did not affect HIF-1α and 
PDHK1 levels either in LSFC or in control fibroblasts (Figure 4B). Furthermore, PDH1 
phosphorylation increased by 41% (p≤0.01) and 42% (p≤0.01) in control and LSFC fibroblasts 
respectively, in response to rapamycin (Figure 4C). This occurs in the absence of any change 
in total PDH1 protein levels (Figures 4C). In light of these results, we determined whether 
mTOR inhibition alters ATP levels. As illustrated in Figure 4D, rapamycin reduced ATP 
levels by 15% (p≤0.05) in control cells but did not provoke any significant changes in LSFC 
cells. Thus, in rapamycin-treated cells ATP levels were higher in LSFC fibroblasts compared 
to controls (p≤0.05).  
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Suppression of mTORC1 activity decreases LRPPRC and COXIV expression in LSFC 
fibroblasts  
Since mTORC1 also regulates mitochondrial protein expression (23, 24), we next investigated 
rapamycin effect on the expression of OXPHOS complexes. While no effects on OXPHOS 
complexes I, II, III and V were observed in control or LSFC fibroblasts (Figure 5A), there was 
a selective reduction of COXIV expression by 32% (p≤0.01) in LSFC fibroblasts (Figure 5B). 
Given the link between COX and LRPPRC, we examined the effect of mTORC1 inhibition on 
the latter. Rapamycin decreased LRPPRC expression by 11% (p≤0.05) in control fibroblasts, 
but by 41% (p≤0.01) in LSFC fibroblasts (Figures 5B). This supports a potential role for 
mTORC1 in the regulation of LRPPRC and COX expression.  
DISCUSSION  
LSFC is a metabolic disease characterized by decreased COX activity and 
mitochondrial dysfunction, in the absence of any changes in ATP levels in basal conditions 
(2). This suggests that activation of compensatory pathways can maintain ATP production. 
Our aim was to examine the remodeling of signaling pathways in LSFC fibroblasts. Our data 
demonstrated that LSFC fibroblasts present a series of adaptations including; increased 
conversion of glucose into lactate, upregulation of the mTORC1/HIF-1α/PDHK1 signaling 
pathway and increased PDH1 phosphorylation. However, and contrary to expectation, 
inhibition of mTORC1 with rapamycin was associated with increased phospho-PDH1 in the 
absence of any changes in HIF-1α/PDHK1 levels. Importantly, rapamycin treatment further 
decreased LRPPRC and COXIV expression in LSFC fibroblasts. To our knowledge, this is the 
first time that LSFC metabolic signaling alterations are reported and that mTORC1 regulation 
of LRPPRC levels is revealed. 
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Our results demonstrate that the relative contribution of exogenous glucose to 
intracellular pyruvate, lactate and alanine formation is enhanced in LSFC fibroblasts. This is 
consistent with the clinical phenotype of LSFC patients which shows elevated plasma levels of 
these metabolites (40). A redirection of intracellular pyruvate towards the formation of 
cytosolic lactate and alanine, at the expense of its mitochondrial metabolism could be due to 
reduced pyruvate entry into the mitochondria due to PDH1 inactivation as well as reduced 
COXIV levels. Another possibility is enhanced glycolysis. Interestingly, an increase in basal 
extra-cellular acidification rate has been reported in fibroblasts of patients with novel 
LRPPRC mutations (not either of the French-Canadian mutations) (26). Increased glycolysis 
in other models of mitochondrial diseases is also supported by indirect measurements such as 
higher levels of tissue glycolytic intermediates or use of inhibitors (6, 14, 26). In cancer cells, 
glycolysis can be upregulated as much as 200-fold allowing for rapid cell proliferation 
(reviewed in 7). A metabolic shift including enhanced glycolysis would enable greater 
cytosolic ATP production and could possibly explain the maintenance of ATP levels in LSFC 
fibroblasts.  
Two major signaling pathways regulate glucose homeostasis, namely AMPK and 
mTORC1. While we did not observe any changes in AMPK activity, we found that LSFC 
fibroblasts display an upregulation of the mTORC1 signaling cascade. mTORC1 activation 
has also been reported in Ndufs4 knockout mice, a model of Leigh Syndrome (14), as well as 
in cell lines from patients with primary respiratory chain diseases such as MELAS, Leigh 
syndrome and mitochondrial myopathy (13, 46). Thus, mTORC1 activation may represent an 
adaptive response to electron transport chain defects. 
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Our data show that LSFC cells overexpressed HIF-1α, an important regulator of both 
glycolysis and glucose oxidation. Consistent with results obtained in other cells, upregulation 
of HIF-1α was found to be associated with increased PDHK1 expression and phosphorylation 
(i.e. inactivation) of PDH1 (16, 34). Increased HIF-1α expression may be a compensatory 
mechanism to palliate the mitochondrial deficit of LSFC cells. Indeed, HIF-1α stabilization 
improved survival of zebrafish embryos exposed to the complex III inhibitor antimycin (12). 
The latter study also showed that Ndufs4 knockout mice appeared healthier after chronic 
hypoxia (12). In cancer cells, HIF-1α impairs fatty acid oxidation through decreased medium 
and long chain acyl-CoA dehydrogenase levels (10). Interestingly, LSFC patients display 
elevated plasma levels of medium and long chain acyl-carnitines. The latter may be due to 
electron chain defect which reduces the mitochondrial capacity to metabolize acetyl-CoA 
produced by β-oxidation leading to increased acyl-carnitine levels (40). A reduction of both 
glucose and fatty oxidation (3, 16, 36) in LSFC cells may be protective in view of the reduced 
mitochondrial oxidative capacity (2, 26). However, while these mechanisms may compensate 
for mitochondrial dysfunction under basal conditions, we have previously shown that LSFC 
fibroblasts are more susceptible to cell death when exposed to high levels of palmitate (2) 
suggesting that these adaptive mechanisms may not be sufficient in cells exposed to nutrient 
overload.  
While the mechanism underlying HIF-1α expression in LSFC cells is unknown at 
present, numerous mechanisms have been shown to contribute to increased HIF-1α levels 
including lactate production, activation of the mTORC1 pathway or reduction of succinate 
dehydrogenase activity (35, 44). Furthermore, HIF-1α expression can be regulated at multiple 
levels including transcription, translation, or degradation (reviewed in 44). It is unlikely that 
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the increase in HIF-1α levels is due to increased transcription since we did not observe any 
change in HIF-1α mRNA levels in LSFC fibroblasts compared to controls (data not shown). 
Numerous studies have highlighted the role of mTORC1 in HIF-1α activation (9, 11, 43). 
Surprisingly, inhibition of mTORC1 did not affect the expression of HIF-1α or its downstream 
target PDHK1 in LSFC cells, suggesting that upregulation of HIF-1α is independent of this 
pathway. Potentially, HIF-1α upregulation may result from inhibition of its degradation or 
increased translation. It should be noted that HIF-1α protein can be stabilized by end products 
of glycolysis, such as lactate and pyruvate, both of which are increased in LSFC fibroblasts 
(20). Further studies should explore the mechanisms underlying HIF-1α expression in LSFC 
cells. 
Our results demonstrated that rapamycin increased PDH1 phosphorylation both in 
LSFC and control cells. A similar response to mTOR inhibition has also been observed in 
head and neck squamous cell carcinoma cells (3); however, this effect was attributed to Akt 
inhibition. In contrast, we observed an increase in phospho-Akt in rapamycin-treated cells, 
which probably occurs through activation of its upstream kinase, mTORC2 (31, 47). Since we 
did not observe any change in PDHK1 expression, rapamycin treatment may lead to 
overexpression of another PDHK isoenzyme (45) or, alternatively, modulate the expression or 
activity of phosphatases (reviewed in 1).  
An important finding of our study is that mTORC1 inhibition resulted in a reduction of 
COXIV expression in LSFC cells. Morita et al. demonstrated that mTORC1 regulates the 
translation of a subset of mitochondrial proteins including complexes I and V (23). Since 
COXIV expression is dependent on LRPPRC, we hypothesized that mTORC1 may modulate 
COXIV expression through changed LRPPRC levels. Consistent with our hypothesis, 
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rapamycin reduced LRPPRC levels in both controls and LSFC cells. To our knowledge, this is 
the first report of LRPPRC regulation by mTORC1. Data on the regulation of LRPPRC 
expression are scarce. Cooper et al. have shown reduced LRPPRC levels in PGC-1α and PGC-
1β double-deficient cells, suggesting that LRPPRC is downstream of these proteins (5). Future 
studies should investigate the underlying mechanism leading to the reduction of LRPPRC and 
COXIV in response to rapamycin. Interestingly, rapamycin treatment also resulted in 
reduction of ATP levels in control but not in LSFC cells. Furthermore, and despite reduced 
COXIV expression, ATP levels of LSFC fibroblasts remained elevated compared to controls 
in rapamycin-treated cells. This strengthens the hypothesis that LSFC fibroblasts depend on 
extra-mitochondrial metabolism to maintain ATP levels. 
Although patient fibroblasts are commonly used as a research model when studying 
mitochondrial diseases, the consequences of reduced LRPPRC expression is tissue-specific 
(33). Thus, while our data cannot be extrapolated to tissues such as brain and liver which have 
different energetic metabolism, they provide a better understanding of the adaptive molecular 
mechanisms for energy homeostasis that should be considered in future studies of 
mitochondrial diseases as well as important new information related to the potential role of 
mTORC1 in regulating LRPPRC expression. 
CONCLUSION  
In conclusion, we demonstrated that LSFC fibroblasts display molecular adaptation, including 
an mTORC1-independent upregulation of the HIF-1α/PDHK1 axis. However, mTORC1 
upregulation appears to be required for LRPPRC and COXIV expression in LSFC fibroblasts. 
Further studies should examine in detail the effect of mTOR inhibition on LRPPRC and 
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Figure 1 Higher contribution of exogenous glucose to pyruvate formation in LSFC 
fibroblasts.  
Immunoblot and densitometric analysis of (A) LRPPRC (n=12) and B COXIV (n=9) protein 
levels in primary fibroblasts from LSFC and control donors (C, D) Immortalized control and 
LSFC fibroblasts were incubated with 5 mM [U-13C6]glucose, 0.2 mM pyruvate and 0.5 mM 
glutamine for 4 h in serum-free DMEM and the relative contribution of glucose to the 
formation of pyruvate, lactate and alanine was analyzed by GC-MS (n=7). Results represent 
the mean ± SEM of n independent experiments. Difference between control and LSFC cells 
was assessed with a paired Student’s t-test. *p≤0.05; **p≤0.01; ***p≤0.001.  
Figure 2 Up-regulation of the Akt/mTORC1 signaling pathway in LSFC fibroblasts.  
(A) AMPK activity of primary fibroblasts from control and LSFC donors was assessed by 
immunoblot and densitometric analysis of total and/or phosphorylated levels of AMPK (n=7) 
and its downstream target ACC (n=6). (B and C) Activity of the mTORC1 signaling pathway 
in control and LSFC primary fibroblasts was assessed by immunoblot and densitometric 
analysis of total and phosphorylated levels of Akt (n=5), mTOR (n=9), and their downstream 
targets p70 S6K (n=5) and 4E-BP1 (n=8). Results represent the mean ± SEM of n independent 
experiments. Difference between control and LSFC cells was assessed with a paired Student’s 




Figure 3 Pyruvate dehydrogenase 1 is inhibited in LSFC fibroblasts.  
Immunoblot and densitometric analysis of total and/or phosphorylated levels of (A) HIF-1α 
(n=5), PDHK1 (n=5), and (B) PDH1 (n=4) in primary fibroblasts from control and LSFC 
donors. Results represent the mean ± SEM of n independent experiments. Difference between 
control and LSFC cells was assessed with a paired Student’s t-test. *p≤0.05; **p≤0.01.  
Figure 4 Suppression of mTORC1 activity does not alter HIF-1α and PDHK1 levels  
Primary fibroblasts from control and LSFC donors were treated for 16 h with 100 nM 
rapamycin or vehicle (DMSO) in supplemented DMEM. On the day of the study, cells were 
cultured in a serum-free non-supplemented DMEM, with inhibitor or vehicle as indicated, for 
an additional 4 h. (A) Suppression of mTORC1 activity was confirmed by immunoblot and 
densitometric analysis of phosphorylated levels of mTOR (n=10), p70 S6K (n=10), and Akt 
(n=4). (B) Immunoblot and densitometric analysis of total levels of HIF-1α (n=7) and PDHK1 
(n=8), and (C) phosphorylated PDH1 (n 7) in response to rapamycin treatment. (D) Primary 
fibroblasts were cultured with inhibitor or vehicle, as indicated, in opaque 96 well plates at a 
density of 10 000 cells per well in triplicate. Cellular ATP levels were measured with the 
ATPlite luminescence ATP detection assay system (n=4). Results represent the mean ± SEM 
of n independent experiments. Difference between baseline and rapamycin treatment was 
assessed with a paired Student’s t-test. *p≤0.05; **p≤0.01; ***p≤0.001.  
Figure 5 Suppression of mTORC1 activity decreases LRPPRC and COX expression in 
LSFC fibroblasts.  
Primary fibroblasts from control and LSFC donors were treated for 16 h with 100 nM 
rapamycin, or vehicle (DMSO) in supplemented DMEM. On the day of the study, cells were 
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cultured in a serum-free non-supplemented DMEM, with inhibitor or vehicle as indicated for 
an additional 4 h. (A) Immunoblot and densitometric analysis of mitochondrial complex levels 
(NDFUS2 (n=5), SDHB (n=3), UQCRC2 (n=4), and ATP5A (n=5) in response to rapamycin 
treatment. (B) Immunoblot and densitometric analysis of LRPPRC (n=8) and COXIV (n=11) 
content in response to rapamycin treatment. Results represent the mean ± SEM of n 
independent experiments. Difference between baseline and rapamycin treatment was assessed 
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HIF-1  and its downstream target
























































































































































mTOR and its downstream targets
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LSFC is a rare infantile mitochondrial disease caused by mutations in the LRPPRC gene. This 
leads to a decrease in the LRPPRC protein and the mitochondrial respiratory chain enzyme 
cytochrome c oxidase (COX). We previously demonstrated that LSFC skin fibroblasts are 
more susceptible to cell death in response to 1 mM palmitate and 10 mM lactate 
(palmitate/lactate). We hypothesized that this might be due to alterations in energy- and 
nutrient- signaling pathways. Thus, we investigate the response of LSFC fibroblasts to various 
stresses. Our data show that, in control cells, 4h exposure to palmitate/lactate increases AMPK 
phosphorylation as well as the expression of SIRT1, LRPPRC and COXIV. To further explore 
AMPK regulation, cells were pretreated with 0.5 mM ZMP, an AMP analog, for 48h before 
palmitate/lactate treatment. Our results show that, in control cells, pretreatment with ZMP 
further increased AMPK activation and SIRT1, LRPPRC and COXIV expression in control 
cells. All these effects were abolished in LSFC cells. Further studies demonstrated that 
palmitate/lactate did not affect total ATP levels, while AMPK is activated in response to 2,4-
dinitrophenol, an uncoupler of oxidative phosphorylation, in both control and LSFC 
fibroblasts. Moreover, using a non-metabolizable analogue of palmitate, 2-
bromopalmitate/lactate failed to activate AMPK both in control and LSFC cells. In conclusion, 
LSFC cells showed impaired AMPK activation which is specific to palmitate/lactate and 






LRPPRC, also called LRP130, is a leucine-rich protein belonging to the 
pentatricopeptide repeat family and encoded by the nuclear LRPPRC gene. This family of 
protein plays key roles in RNA stability, editing, splicing, processing and translation [1-4]. 
Mutations in LRPPRC have been associated with mitochondrial disorders [5, 6]. The A354V 
mutation causes Leigh syndrome French Canadian type (LSFC), and was isolated in Saguenay 
Lac-Saint-Jean, a northern region of Quebec, Canada [5, 7]. LSFC is an infantile 
neurodegenerative disease characterized by a decrease of LRPPRC protein and a tissue-
specific reduction of the cytochrome c oxidase (COX) in brain and liver (80-90%), and to a 
lesser extent in skeletal muscle and skin fibroblasts (50%) [4, 7-12]. In Quebec, the mortality 
rate of LSFC patients is about 80% due to metabolic «lactic acidosis» crisis that occur, 
according to parents, during stressful situations such as infections or high fat diet [7, 8, 13]. 
We hypothesized that the decrease in mitochondrial function may limit the ability of LSFC 
cells to respond to various stresses including nutrient overload. Supporting this hypothesis, we 
have shown that LSFC fibroblasts are more susceptible to cell death when exposed to high 
levels of palmitate/lactate (1 mM/10 mM) compared to control [10]. Together this suggests 
that the activation/ regulation of energy related signaling pathways may be defective in LSFC 
cells. 
AMPK is considered as an energy sensor and its activation occurs in response to 
stresses that either interfere with ATP production such as hypoxia, ischemia, glucose 
deprivation or defects in the mitochondrial respiratory chain; or processes that increases ATP 
consumption such as physical exercise [14-17]. AMPK is a heterotrimeric serine/threonine 
kinase composed of αβγ subunits. It is activated by the protein kinase LKB1 which 
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phosphorylates the Thr172 site of the α catalytic subunit in response to increased AMP/ATP 
and ADP/ATP ratios [15-17]. Activation of AMPK stimulates catabolic, ATP producing 
pathways (glycolysis, β-oxidation, etc.) and inhibits anabolic, ATP consuming pathways 
(protein synthesis, lipogenesis, etc.) [14,17]. While chronic exposure to elevated levels of long 
chain non-esterified fatty acids, e.g. palmitate, inhibits AMPK activity [18-21], acutely, 
palmitate increases AMPK activity and β-oxidation [22-27]. In addition to AMPK, FAs also 
activate sirtuin 1 (SIRT1), a NAD-dependent deacetylase, which plays important roles in 
energy metabolism and mitochondrial adaptations [28-33]. In the present study, we examined 
early adaptive mechanisms in response to various stresses and hypothesized that LSFC cells 
vulnerability may be associated to alterations in nutrient-signaling pathways. Our study 
revealed that basal AMPK activity was similar in control and LSFC cells; while SIRT1 
phosphorylation and expression were upregulated in LSFC cells suggesting a compensatory 
mechanism. We also showed that in control cells, palmitate/lactate treatment increased AMPK 
phosphorylation, as well as expression of SIRT1, COXIV and LRPPRC. All these effects were 
abrogated in LSFC cells. 
Methods 
Cell culture 
Skin fibroblasts from one LSFC female patient homozygous for the A354V mutation (8 years 
old) and one paired female control (5 years old) were provided by the LSFC Consortium 
Biobank (Université du Québec à Chicoutimi, Chicoutimi, QC, Canada). The protocol was 
approved by the Research Ethics Committee of the Centre de santé et de services sociaux de 
Chicoutimi and the Montreal Heart Institute. Unless stated, all chemicals were obtained from 
Sigma-Aldrich (St-Louis, MO, USA). Primary fibroblasts were grown (up to passage 18) at 
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37°C and 5% CO2, in high glucose (4.5 g/L) Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) 
(Mediatech, Manassa, VA, USA) supplemented with 10% fetal bovine serum (FBS), 100 U/ml 
penicillin,10 mg/ml streptomycin (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA), and 1% MEM vitamins 
and non-essential amino acid solutions from Mediatech.  
Cell treatments 
2,4 dinitrophenol (DNP): The day of the study, confluent cells were incubated in serum free 
non-supplemented DMEM for 4 h before stimulation with 0.1 mM DNP or vehicle (95% 
ethanol) for 10 min. 
Palmitate or 2-bromopalmitate plus lactate: Cells incubated in non-supplemented FBS free 
media, were treated with 10 mM lactate and either 1.3% bovine serum albumin (BSA)-
conjugated 1 mM palmitate or 1 mM 2-bromopalmitate or with vehicle (mannitol 10 mM / 
1.3% BSA) for 4 h.  
ZMP pre-treatment: Cells were grown for 48h in supplemented DMEM with 0.5 mM ZMP or 
vehicle (DMSO). ZMP was then removed and cells were incubated with palmitate/lactate or 
vehicle for 4h as described. 
Gel electrophoresis and Immunoblotting  
Cells were washed twice with ice-cold PBS to stop the reaction.  They were then lysed in 
buffer containing 25 mM Tris·HCl pH 7.4, 150 mM NaCl, 1 mM sodium orthovanadate, 20 
mM sodium fluoride, 10 mM sodium pyrophosphate, 2 mM EGTA, 2 mM EDTA, 1 mM 
phenylmethylsulfonyl fluoride, 0.1% sodium dodecyl sulfate (SDS), 1.5% dodecyl-maltoside 
and protease inhibitors.  Lysates were left on ice for 30 min, and then centrifuged at 20 000 g 
for 30 min at 4°C to remove insoluble material.  An equal amount of protein was loaded on 
8% or 12% SDS-PAGE gel as appropriate, and transferred to nitrocellulose membranes (Bio-
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Rad, Saint-Laurent, Qc, Canada).  They were then blocked for 1 h with 5% (wt/vol) nonfat dry 
milk in TBST (25 mM Tris-HCl pH 7.6, 150 mM NaCl and 0.05% Tween 20), and incubated 
overnight with the following primary antibodies at 4°C: AMPK, p-AMPK (Thr 172), ACC, p-
ACC (Ser 79), SIRT1, p-SIRT1 (ser27), COXIV from Cell Signalling; β-actin, used as loading 
control, from Santa Cruz; and a LRPPRC polyclonal raised in rabbit against a 22 amino acid 
peptide having the sequence CEPPESFEFYAQQLRKLRENSS (antibody 295-313; Zymed 
Laboratories, San Francisco). They were then incubated with appropriate secondary antibodies 
conjugated to peroxidase at room temperature for 1.5 h. The signals were then visualized using 
chemiluminescence and quantified using ImageJ software (http://imagej.net/Downloads). 
ATP levels  
ATP levels were measured with the ATPlite luminescence ATP detection assay system from 
Perkin Elmer (Waltham, MA, USA), according to the manufacturer’s instructions. Fibroblasts 
were cultivated in opaque 96 well plates at a density of 10 000 cells per well in triplicate. 
Luminescence was quantified by a Synergy 2 Alpha Microplate Reader (BioTek Instruments, 
Winooski, VT, USA). 
Statistical analysis.  
Statistical analyzes were performed using GraphPad Prism 5 software. The analysis of two-
way variance (Two-way ANOVA) followed by Bonferroni test was used for multiple 
comparisons and a student t test was used for comparisons between two groups. The results 





Characterization of the LSFC phenotypes 
As demonstrated previously, LSFC cells are characterized by a 76% (p<0.001) and 43 % 
(p<0.001) decrease of LRPPRC and COXIV expression respectively (Figure 2C). This is 
associated with mitochondrial alterations, including impaired oxidative phosphorylation 
capacity [10]. Despite these changes, the level of phosphorylated AMPK and its downstream 
target ACC was similar in control and LSFC cells (Figure 2A) which concurs with the absence 
of any alteration in ATP levels in LSFC cells [10]. Thus, other compensatory mechanisms 
must be activated allowing LSFC fibroblasts to maintain their ATP levels. 
SIRT1 is another regulator of energy metabolism which plays an important role into 
mitochondrial adaptations [34]. We examined SIRT1 content and its phosphorylation on 
ser27, an event associated with increased enzyme activity [28]. As illustrated in Figure 2C, in 
the basal state, LSFC fibroblasts displayed increased SIRT1phosphorylation (166%; p<0.05) 
and a trend toward higher total protein level (160%; p=0.06).  
Palmitate/Lactate doesn’t activate AMPK in LSFC fibroblasts 
We have previously shown that chronic exposure to palmitate/lactate induced premature cell 
death in LSFC fibroblast compared to control cells [10]. This suggests decreased capacity of 
LSFC fibroblasts to response to nutrient stress. To examine potential alteration and to address 
this question, we examined AMPK and SIRT1 response after 4 h exposure to palmitate/lactate, 
i.e. before any cell death could be detected. Study by Viscomi et al showed that AMPK 
activation lead to partial recovery of COX activity in muscle with a COX15 specific deletion 
[38]. Therefore, we also tested the therapeutic potential of chronic activation of AMPK on 
improving COX levels. The cells were treated with 0.5 mM ZMP, an AMP analogue and 
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specific activator of AMPK [39-41], for 48 h after which the ZMP was removed and the 
fibroblast were exposed to palmitate/lactate for 4 h. 
As shown in Figure 2A, in control cells, exposure to palmitate/lactate for 4 h increased AMPK 
phosphorylation by 90% (p<0.01) and SIRT1 expression by 57% (p<0.05). We also observed 
a trend for increased SIRT1 phosphorylation (79%; p=0.07) (Figure 2B). Interestingly, these 
changes were associated with a concomitant increased in the level of both LRPPRC (23%; 
p=0.045) and COXIV (19%; p<0.05) (Figure 2C). Pretreatment with ZMP increased the effect 
of palmitate/lactate on the phosphorylation of ACC (364%, p<0.001) and SIRT1 (120%, 
p<0.05), as well as on the expression level of SIRT1 (75%, p<0.01), LRPPRC (63%, p<0.001) 
and COXIV (38%, p<0.001) (Figure 2). In contrast to control cells, palmitate/lactate was 
unable to activate AMPK in LSFC fibroblasts. In addition, we did not detect any further 
increase in either SIRT1 phosphorylation nor in the levels of SIRT1, LRPPRC and COXIV 
(Figure 2A, B, C).  
2,4-Dinitrophenol activates AMPK in LSFC fibroblasts 
As a first step to determine whether AMPK can be activated in LSFC cells, fibroblasts were 
stimulated with 0.1 mM DNP, a known activator of the enzyme [42, 43]. DNP is a chemical 
uncoupler of oxidative phosphorylation that prevents mitochondrial ATP production and 
stimulates energy production as heat [44]. As shown in Figure 3, DNP increased AMPK 
phosphorylation by 81% and 89% in control (p<0.05) and LSFC (p<0.01) cells, respectively. 
This was associated with increase of ACC phosphorylation by 74% and 60% in control and 





Palmitate metabolism is required for AMPK activation in response to Palmitate/Lactate 
The mechanism implicated in palmitate-mediated AMPK activation remains unclear. It has 
been suggested that palmitate metabolism induces ATP depletion resulting in AMPK 
activation [25]. However, and as shown in Figure 4A, palmitate/lactate didn’t alter total ATP 
levels in control and LSFC fibroblasts (Figure 4A). We next examined whether palmitate 
metabolism may be required for AMPK activation. Cells were treated with 2-Bromopalmitate, 
a non-metabolizable analogue of palmitate [45]. As shown in Figure 4B, treatment with 
Bromopalmitate/Lactate failed to activate AMPK both in control and LSFC cells. These 
results suggest that palmitate metabolism is necessary for AMPK activation and that reduced 
oxidative capacity of LSFC cells may potentially play a role in impaired enzyme activity in 
LSFC cells.  
Discussion 
The aim of this study was to characterize the regulation of AMPK and SIRT1 activities under 
basal conditions and in response to various stresses. Our results revealed that, in basal 
conditions, while AMPK activity was similar in control and LSFC cells; SIRT1 
phosphorylation and expression was upregulated in LSFC cells relative to control cells. We 
also observed difference between control and LSFC cells in response to palmitate/lactate 
treatment (4h). Thus, in control cells, palmitate/lactate increased AMPK phosphorylation, as 
well as the expression of SIRT1, LRPPRC and COXIV protein levels. Pretreatment with ZMP 
enhanced these effects. In contrast, all these effects were abolished in LSFC cells. These 
results highlight the significant alteration in the regulation of energy metabolism in LSFC 
cells. To our knowledge, this is the first time that impaired AMPK activation in response to 
palmitate/lactate is observed in these cells. 
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AMPK is a key enzyme of energy homeostasis. Studies have shown that AMPK activation 
arbitrates adaptive responses to mitochondrial dysfunction through increased mitochondrial 
biogenesis, β-oxidation, and glycolysis [14, 17]. AMPK activation has been observed in skin 
fibroblast of MERRF syndrome [46, 47] and those with a complex I deficiency [48]. In 
contrast, our results showed that basal AMPK activity in LSFC-COX deficient cells was not 
changed suggesting that other compensatory mechanism may be activated and participate in 
metabolic regulation. Consistent with this, SIRT1, a NAD-dependent deacetylase that plays a 
key role in mitochondrial adaptations [31-34] is upregulated in LSFC cells. Studies have 
shown that SIRT1 stimulates mitochondrial biogenesis through PGC-1α deacetylation leading 
to normalization of ATP levels [31-33]. In contrast, Phil et al showed that mitochondrial 
oxidative metabolism and biogenesis were not impaired in a muscle-specific SIRT1 knockout 
mouse [49]. Concordant with the latter study, we did not observe any change in markers of 
mitochondrial biogenesis in LSFC fibroblasts in spite of increased SIRT1 levels (see 
Supplements). Alternatively, activated SIRT1 could contribute to the turnover of defective 
mitochondria. For instance, resveratrol, a SIRT1 activator, stimulates mitophagy and protects 
the heart [34, 50]. Further studies should examine the role play by SIRT1 in LSFC cells. 
  
LSFC patient fibroblasts are characterized by mitochondrial dysfunction, unchanged basal 
ATP levels, but increased vulnerability to nutrient overload (1mM Palmitate/ 10mM Lactate 
[10]. Our data showed that 4h exposure to palmitate/lactate increases AMPK phosphorylation 
as well as SIRT1, COXIV and LRPPRC expression in control cells. Since LRPPRC is 
required for COXIV expression [11, 12], any change in COX levels is probably due to 
changes in LRPPRC expression. Few studies have investigated the mechanism underlying 
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LRPPRC expression. Cooper et al. demonstrated that LRPPRC lies downstream of PGC-1α, a 
target of AMPK and SIRT1 [31, 33, 35, 36]. AMPK and SIRT1 modulate PGC-1α activity 
through phosphorylation and deacetylation respectively. Studies have demonstrated that in 
muscle, PGC-1α overexpression leads to increased expression of lipid related genes and fatty 
acid oxidation [51, 52]. Interestingly, overexpression of LRPPRC also activates fatty acids 
transport and β-oxidation in hepatocytes promoting the reduction of circulating triglycerides 
and cholesterol [35, 36, 53]. Of note, the role of PGC-1α in fatty acid metabolism requires 
LRPPRC [35, 36]. Together, these data suggest that AMPK/SIRT1/PGC-1α axis plays an 
important role in energy homeostasis in part through LRPPRC. Further study should clarify 
the mechanism by which nutrients regulate LRPPRC and COXIV expression. 
We also investigated the therapeutic potential of chronic AMPK activation in LSFC cells. 
Previous study by Viscomi et al reported that AMPK activation leads to partial COX 
correction in complex IV deficient mice [38]. In addition, Fillimore et al observed an additive 
effect of chronic AMPK activation and high fat diet markers of mitochondria content in 
skeletal muscle [54]. Consistent with these results, our data demonstrated that in control cells, 
ZMP pretreatment induce a further increase in AMPK activity, as well as SIRT1, COXIV, and 
LRPPRC expression in response to palmitate/lactate. It has been suggested that FAs and 
AMPK activators have additive effect because they work through two independent 
mechanisms [54]. Thus, while AMPK can stimulate transcription, FAs modulates translation. 
The latter may explain that changes in LRPRRC and COXIV expression could be detected 
after only 4h exposure to palmitate/lactate. In contrast to control cells, palmitate/lactate with 
or without ZMP failed to activate AMPK in LSFC cells and SIRT1, COXIV, LRPPRC levels 
remained unchanged compared to basal conditions.  
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To gain further insight into potential mechanisms, and to determine whether palmitate 
metabolism was required for AMPK activation, we treated our cells with 2-Bromopalmitate, a 
palmitate analogue which doesn’t go under β oxidation [45, 55]. Our results showed that 
Bromopalmitate/lactate failed to activate AMPK in control cells suggesting that palmitate 
metabolism is required for AMPK activation. Interestingly, DNP activated AMPK similarly in 
LSFC and control cells. DNP uncouples the mitochondrial respiratory chain resulting in 
decreased ATP levels [57]. Thus, it appears that AMPK could be activated by a decrease of 
ATP levels in LSFC cells.  
Conclusion 
In conclusion, LSFC present numerous alterations in nutrient sensing including increase levels 
of SIRT1, impaired AMPK activation and its downstream targets in response to 
palmitate/lactate and ZMP in LSFC cells. Together, these changes may contribute to LSFC 
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Figure 1. Stress conditions used in the study to activate AMPK.  
DNP: 2,4-dinitrophenol; ZMP: ZMP : 5-amino-1-β-D-ribofuranosyl-imidazole-4-carboxamide 
monophosphate, LP: lactate+ palmitate; AMP : adenosine monophosphate, ATP: adenosine 
triphosphate; AMPK : AMP activated protein kinase, ACC : acetyl CoA carboxylase.  
Figure 2. Palmitate/lactate doesn’t activate AMPK in LSFC fibroblasts.  
Primary fibroblasts from control and LSFC donors were grown in supplemented DMEM. For 
certain experiences, cells were incubated with 0.5mM ZMP for 48h. On the day of the study, 
cells were cultured in a serum-free non-supplemented DMEM, with 1mM palmitate/ 10mM 
lactate or vehicle as indicated, for 4 h. (A) AMPK activity was assessed by immunoblot and 
densitometric analysis of total and/or phosphorylated levels of AMPK (n=5) and its 
downstream target ACC (n=5).  (B) Immunoblot and densitometric analysis of total and/or 
phosphorylated levels of SIRT1 (n=5). (C) Immunoblot and densitometric analysis of 
LRPPRC (n=5) and COXIV (n=4) content. Results represent the average ± SEM of n 
independent experiments. Difference between control and LSFC cells was assessed with a 
paired t-test. *p≤0.05; **p≤0.01; ***p≤0.001. 
Figure 3. 2,4-Dinitrophenol activates AMPK in LSFC fibroblasts.  
Primary fibroblasts from control and LSFC donors were grown in supplemented DMEM. On 
the day of the study, cells were cultured in a serum-free non-supplemented DMEM for 4 h, 
then incubated with 0.1mM DNP for 10 min. AMPK activity was assessed by immunoblot and 
densitometric analysis of total and/or phosphorylated levels of AMPK (n=5) and its 
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downstream target ACC (n=5). Results represent the average ± SEM of n independent 
experiments. Difference between control and LSFC cells was assessed with a paired t-test.  
*p≤0.05; **p≤0.01. 
Figure 4. Palmitate metabolism is required for AMPK activation in response to 
palmitate/lactate.  
(A) Primary fibroblasts from control and LSFC donors were grown in supplemented DMEM 
in opaque 96 well plates at a density of 10 000 cells per well in triplicate. On the day of the 
study, cells were cultured in a serum-free non-supplemented DMEM, with 1mM palmitate/ 
10mM lactate or vehicle as indicated, for 4 h. Cellular ATP levels were measured with the 
ATPlite luminescence ATP detection assay system (n=4). (B) Primary fibroblasts from control 
and LSFC donors were grown in supplemented DMEM. On the day of the study, cells were 
cultured in a serum-free non-supplemented DMEM, with 1mM 2-Bromopalmitate/ 10mM 
lactate or vehicle as indicated, for 4 h. AMPK activity was assessed by immunoblot and 
densitometric analysis of phosphorylated levels of AMPK (n=5) and its downstream target 
ACC (n=5). Results represent the average ± SEM of n independent experiments. Difference 
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Figure S1. Mitochondrial biogenesis markers under basal conditions. Fibroblasts from one 
LSFC patient and one control patient were grown in DMEM medium. PGC-1α, PGC-1β, PRC, 
TFAM, and NRF1 mRNAs levels were determined by RT-PCR. Results represent the average 

















Le LSFC fait partie des maladies mitochondriales rares à travers le monde, mais en 
réalité celui-ci est très fréquent au Québec et plus particulièrement au Saguenay-Lac-Saint-
Jean. Dans cette région, compte tenu du taux de mortalité élevé associé à cette maladie, la 
recherche de thérapies est devenue une priorité. Pour cela, une meilleure compréhension de la 
physiopathologie est requise. Nous avons récemment rapporté que les fibroblastes des patients 
atteints du LSFC présentent plusieurs anomalies de la fonction mitochondriale incluant entre 
autres l’altération de l’OXPHOS (22, 225). Classiquement, une telle perturbation engendre des 
mécanismes de défense, lesquels pourraient servir de cibles thérapeutiques. Ainsi dans notre 
quête de thérapie, il nous semblait pertinent d’étudier les mécanismes adaptatifs du 
métabolisme énergétique dans les fibroblastes de patients atteints du LSFC. En utilisant un 
modèle cellulaire combiné à des mesures basées sur des outils de biologie moléculaire et 
d'investigations métaboliques par le biais de substrats marqués aux isotopes stables, nous 
avons démontré que les fibroblastes LSFC exhibent une série d’adaptations incluant une 
augmentation de la conversion du pyruvate en lactate et alanine. Ces altérations étaient 
associées à une surexpression de la voie Akt/mTOR, de HIF-1, de PDHK1 associée à 
l’inhibition de PDH1. D’un point de vue thérapeutique, l’incubation de nos cellules avec la 
rapamycine a résulté en une déficience plus importante de LRPPRC et de COXIV. Nous avons 
aussi examiné la réponse des cellules LSFC à différents stress. En conditions de stress 
nutritionnel, nos résultats démontrent que certains mécanismes d’activation de l’AMPK sont 
défectueux dans les cellules LSFC. De plus, la stimulation de l’AMPK par le ZMP n’a eu 
aucun effet sur la réponse au stress nutritionnel des cellules LSFC. À la lumière de ces 
résultats, nos travaux suggèrent : (i) les cellules LSFC exhiberaient une reprogrammation 
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métabolique importante (ii) l’activation de l’AMPK est déficiente en réponse au stress 
nutritionnel. 
Tel que mentionné au début de cette thèse, les fibroblastes de peau des patients étaient 
le seul modèle pertinent disponible au moment de l’étude. Nous sommes conscients des 
limites que représente ce modèle notamment à ce qui a trait à l’étude du métabolisme 
énergétique. Toutefois, nous croyons que les résultats qui émanent de ce projet nous éclairent 
sur la physiopathologie et donnent notamment des pistes mécanistiques intéressantes qui 
pourront servir de base pour une étude approfondie de la régulation du métabolisme 
énergétique chez les patients LSFC. D’ailleurs la revue de Saada A. (216) souligne l’utilité et 
l’importance des fibroblastes de peau des patients dans l’étude des mécanismes pathologiques. 
Dans la présente discussion, nous allons énumérer ces pistes mécanistiques à savoir les 
évidences d’une reprogrammation métabolique d’une part, et les mécanismes potentiels 
d’activation de l’AMPK d’autre part. Nos résultats vont être intégrés et extrapolés dans un 
contexte plus général de dysfonction mitochondriale. Des travaux en perspective seront 
proposés pour une meilleure compréhension du métabolisme énergétique des patients LSFC.  
i.Une reprogrammation métabolique dans les cellules LSFC ? 
Nous sommes partis de l’hypothèse que l’augmentation de la glycolyse contribue à une 
synthèse d’ATP extra-mitochondriale dans les cellules LSFC. En effet, ces cellules présentent 
des niveaux d’ATP similaires aux contrôles, malgré un déficit de 50% de l’activité du 
complexe IV et de la réduction de la capacité de l’OXPHOS (22, 225, 279). 
Physiologiquement, dans la plupart de types cellulaires, près de la totalité de l’ATP cellulaire 
est formé à partir de deux processus à savoir la phosphorylation oxydative au niveau de la 
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mitochondrie (95% de l’ATP) et la glycolyse au niveau du cytosol (5% d’ATP) (17, 259). 
Ainsi, les niveaux d’ATP inchangés dans les fibroblastes LSFC suggèrent fortement un 
mécanisme compensatoire. Certains mécanismes incluant l’activation de l’AMPK et une 
augmentation de la biogenèse mitochondriale ont été rapportés dans les maladies 
mitochondriales telles que le syndrome de MELAS et le syndrome de MERRF (79, 272, 275). 
Or, on n’observe aucune augmentation de l’activité de la protéine AMPK, ni une 
augmentation de la biogenèse mitochondriale dans les fibroblastes LSFC. De ce fait, cela 
suggère qu’il existe une reprogrammation métabolique dans les cellules LSFC leur permettant 
d’assurer une synthèse d’ATP est extra mitochondriale.  
La reprogrammation métabolique a été décrite et observée pour la première fois dans 
les cellules cancéreuses par Otto Warburg en 1920 (130, 252). Depuis, celle-ci a été rapportée 
dans différents processus physiologiques incluant la prolifération et la différenciation 
cellulaires ; et elle est de plus en plus étudiée dans le système immunitaire (75, 252, 292). Par 
contre, elle est encore très peu étudiée dans les maladies mitochondriales. Pourtant, le rôle de 
la mitochondrie dans le métabolisme énergétique et la survie cellulaire suggère qu’une 
dysfonction mitochondriale puisse conduire à une reprogrammation métabolique (17, 33). 
Concrètement, lors d’une reprogrammation, la cellule subit un changement métabolique 
favorisant la glycolyse par rapport à l’OXPHOS. Ceci s’accompagne d’une conversion 
préférentielle du pyruvate, formé à partir du glucose, en lactate plutôt que de son transfert vers 
la mitochondrie, parlant ainsi de l’effet Warburg. Cette synthèse de lactate génère le NAD+ 
nécessaire au maintien du flux glycolytique et à la synthèse d’ATP (130, 152, 252). Pour 
répondre à ses besoins de biosynthèse, la cellule subit également des changements au niveau 
du cycle de Krebs. Ainsi, dans certaines cellules, les intermédiaires du cycle sont 
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détournés vers la biosynthèse: le citrate vers la lipogenèse et l’OAA vers la néoglucogenèse 
(4, 27, 57). Pour pallier à l’utilisation des intermédiaires du cycle de Krebs, il a été suggéré 
que l’anaplérose puisse augmenter en conséquence pour maintenir le flux du cycle. On 
observe donc, entre autres, d’une part une augmentation de l’entrée de la glutamine et sa 
conversion en α-KG, et d’autre part la carboxylation du pyruvate en OAA (56, 190).  
Dans les sections ci-après, je discuterai des évidences d’une reprogrammation 
métabolique, à savoir la glycolyse aérobique ou effet Warburg et l’anaplérose, dans les 
maladies mitochondriales et en particulier dans les cellules LSFC. Par la suite, le rôle de 
mTOR dans le maintien des niveaux d’ATP sera abordé. 
a) Effet Warburg dans les cellules LSFC. 
L’existence probable de l’effet Warburg, aussi bien dans les cellules LSFC que dans 
certaines autres maladies mitochondriales, est corroborée par des taux élevés de lactate (209) 
et une augmentation de la glycolyse (55, 117, 192). En l’occurrence, les résultats métaboliques 
énoncés dans cette thèse soutiennent une importante contribution du glucose à la formation du 
pyruvate et du lactate dans les cellules LSFC comparativement aux contrôles. En accord avec 
cela,  l’étude clinique de notre laboratoire rapporte des taux élevés de lactate dans le plasma 
des patients LSFC (247). D’autres cas d’hyperlactatémie ont été observés dans d’autres 
maladies mitochondriales causées par des mutations du gène LRPPRC (192). Une lactatémie 
élevée a souvent été attribuée principalement à un défaut de détoxification de lactate par le 
foie (209). Toutefois, il n’est pas exclu qu’un flux glycolytique augmenté puisse parallèlement 
contribuer à l’augmentation de ces taux de lactate dans les maladies mitochondriales. 
D’ailleurs, une étude portant sur des fibroblastes de peau de patients atteints du syndrome de 
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MERRF démontre que ces cellules exhibent des altérations impliquant un changement 
métabolique en faveur de la glycolyse (272). D’autres études rapportent également une 
augmentation de la glycolyse dans les cellules hybrides avec des mutations de l’ADNmt (272, 
273).  
Par ailleurs, rappelons que le flux glycolytique est principalement régulé par les voies 
Akt/mTOR et HIF-1α lesquelles sont surexprimées dans les cellules LSFC comme le 
démontrent nos résultats (56, 75, 143). Bien qu’on ne connaisse pas encore les mécanismes 
sous-jacents, l’activation de la voie mTOR a été rapportée dans d’autres modèles de désordres 
mitochondriaux incluant le modèle murin du syndrome de Leigh classique (117, 127, 201, 
290). De même, la stabilisation de HIF-1α a été observée dans différentes conditions de 
dysfonction mitochondriale notamment dans les cellules avec une déficience du complexe II 
(84, 129). De façon intéressante, en dépit de l’augmentation des niveaux de HIF-1 dans nos 
cellules LSFC, les ARNm cibles de celui-ci soient GLUT1, LDHA et PDHK1, ne sont pas 
augmentés. Le niveau d’ARNm de GLUT1 est diminué à 38%, l’expression protéique de 
GLUT1 et de LDHA est inchangée, alors que celle de PDHK1 est augmentée (Figure 18, p. 
149). Ainsi, il semble qu’il y ait une déconnexion entre la régulation de la transcription et celle 
de la traduction dans les cellules LSFC. Cela concorde avec les observations faites dans les 
cellules déficientes en LRRPRC par Sasarman et al. ainsi qu'Olahova et al. (192, 224) qui ont 
montré que les niveaux d'ARNm des complexes mitochondriaux sont globalement réduits 
alors que les niveaux de protéines sont maintenus sauf pour COX. Je tiens à souligner et à 
revenir sur le rôle clé de la protéine LRPPRC dans le métabolisme des ARNm (224, 250, 278, 
279). Celle-ci étant déficitaire dans les cellules LSFC, il n’est pas étonnant de voir autant 
d’altérations dans la régulation transcriptionnelle de différents ARNm. Plus particulièrement, 
 
148 
LRPPRC contrôle le transport des ARNm nucléaires impliqués dans la prolifération et la 
croissance cellulaire en formant un complexe avec eIF4E (250). Les protéines GLUT1, 
LDHA et PDHK1 jouent un rôle dans ces processus via l’effet Warburg (143, 160). Par 
conséquent, la normalisation des niveaux protéiques de GLUT1 suggèrerait des mécanismes 
compensatoires dans les fibroblastes LSFC au niveau de la traduction ou des mécanismes de 
dégradation. En accord avec cette hypothèse, alors qu’on observe une surexpression protéique 
de HIF-1α, les niveaux d’ARNm de celui-ci ne sont pas changés (voir Figure 18, p. 149). 
Ainsi, un ratio Protéine/ARNm pourrait être un meilleur indicateur de la régulation de 
l’expression de certaines protéines dans les cellules LSFC. Toutefois, dans notre cas où la 
protéine LRPPRC joue un rôle clé dans l’expression des gènes, de l’ADN à la protéine, il 
serait suggéré de mesurer l’activité enzymatique des protéines glycolytiques dans les cellules 
LSFC, le flux glycolytique direct du transport du glucose ou encore une mesure de la 
production de lactate dans les cellules par SeaHorse. Ceci dit, les taux élevés de lactate dans le 
plasma des patients LSFC ainsi que l’analyse des substrats marqués suggérant un flux 
glycolytique relatif augmenté soutiennent fortement une augmentation de la glycolyse et un 




































































































































Figure 18. Expression génique et protéique des régulateurs de la glycolyse  
Les fibroblastes primaires d’un patient LSFC et un patient témoin ont été cultivés dans un 
milieu DMEM standard. Les niveaux d’ARNm de GLUT1, LDHA et PDHK1 (n=6) ont été 
mesurés par RT-PCR (voir annexes). Les niveaux protéiques totaux de ces enzymes ont été 
déterminés par immunobuvardage. Les résultats représentent la moyenne ± SEM de 






b) Anaplérose dans les cellules LSFC. 
 Rappelons que LSFC est une maladie caractérisée par un déficit de la protéine 
LRPPRC qui joue un rôle clé dans la survie cellulaire (22, 59, 249). Il apparaît donc que les 
cellules LSFC devraient compenser pour une augmentation de la mortalité cellulaire. Cela 
nous a conduit à une deuxième hypothèse soit que les cellules LSFC augmenteraient la 
biosynthèse et l’anaplérose pour leur prolifération et leur survie. Fait intéressant, les patients 
LFSC présentent souvent des accumulations lipidiques au niveau du foie et les souris avec une 
délétion hépato-spécifique de LRPPRC exhibent une importante stéatose (50, 173). 
Nous avons observé dans notre étude une augmentation des niveaux de PDHK1 
associée à une inhibition de la PDH1. Une inhibition ou réduction de l’oxydation du glucose 
serait néfaste pour l’équilibre du cycle de Krebs, plaque tournante du métabolisme (17, 259). 
En réponse à une dysfonction mitochondriale, le maintien du flux du cycle de Krebs par 
l’anaplérose apparaît par conséquent fondamental pour l’homéostasie cellulaire (61, 194).  Le 
métabolisme anaplérotique est peu documenté dans les maladies mitochondriales. Pourtant, 
plusieurs facteurs de reprogrammation métabolique favoriseraient l’anaplérose dans celles-ci. 
D’une part, la stabilisation de HIF-1α, induite par les ROS notamment, prévient l’oxydation 
du glucose via PDHK1/PDH1. À noter que, chez la souris, les foies déficients en LRPPRC 
montrent une augmentation de ROS (50). D’autre part, lors d’un blocage de la chaîne 
respiratoire mitochondriale, on observe une accumulation de métabolites en amont du cycle de 
Krebs incluant l’acétyl-CoA, le pyruvate et le lactate (58, 209, 236). L’acétyl-CoA et le 
pyruvate sont des inhibiteurs allostériques de la PDH1 et de l’oxydation du glucose (93, 198, 
199). Dans l’ensemble, l’inhibition de la PDH1 rendrait le pyruvate accessible pour une 
carboxylation par la PC (14, 284). Plus particulièrement, le processus de carboxylation 
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deviendrait indispensable pour approvisionner l’OAA du cycle de Krebs. Concordant avec 
cette hypothèse, on observe une surexpression de l’enzyme PC dans les cellules LSFC (Figure 
19, p. 153).  
Un autre facteur soutenant un métabolisme anaplérotique dans les maladies 
mitochondriales est la perturbation du métabolisme des acides aminés, qui a également été 
rapportée chez les patients LSFC (247). Le métabolisme des acides aminés, notamment la 
glutamine qui représente l’acide aminé le plus abondant dans le plasma, est étroitement lié à la 
régulation de la voie mTOR. Le transport de la glutamine dans la cellule stimule l’activité de 
mTOR ; et réciproquement mTOR active la glutaminolyse via c-Myc qui stimule l’expression 
des enzymes GLS et GDH (136, 147, 232, 253, 283). Nous avons observé, dans les cellules 
des patients LSFC, une activation de la voie mTOR. Des résultats complémentaires montrent 
en plus une augmentation des niveaux d’ARNm de c-Myc (Figure 20, p. 154) et une 
surexpression des protéines GLS et GDH impliquées dans la synthèse de l’α-KG (Figure 19, p. 
153) suggérant une augmentation de la glutaminolyse dans les cellules LSFC. À noter que 
certaines études soutiennent que la glutaminolyse oxydative puisse participer à 
l’approvisionnement anaplérotique de l’OAA (56, 57). Dans ce cas précis, le malate issu de la 
glutaminolyse est exporté dans le cytosol où il est transformé, en présence de NADP+, en 
pyruvate et NADPH par l’enzyme malique qui est augmentée dans les cellules LSFC (voir 
Figure 19, p.153). Le pyruvate rentre ensuite dans la mitochondrie où il est carboxylé en 
OAA, lequel pourrait ensuite être converti en malate, permettant ainsi l’oxydation du NADH 
mitochondriale en NAD+. Il faut remarquer que la conversion du malate directement en OAA 
par la malate déshydrogénase génère du NADH à l’intérieur de la mitochondrie, alors que la 
conversion indirecte de malate en OAA via le pyruvate favorise le recyclage et l’exportation 
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des équivalents réduits en dehors de la mitochondrie permettant une meilleure fonction du 
cycle. De fait, le maintien d’un flux optimal des substrats dans le cycle de Krebs dépend de 
l’apport en subtrat anaplérotique mais aussi de la ré-oxydation du NADH formé par 
l’oxydation des substrats par la phosphorylation oxydative. Lorsque l’activité de ce dernier 
processus est altérée, comme c’est le cas dans les cellules LSFC, il y a accumulation du 
NADH, lequel est un puissant inhibiteur de plusieurs enzymes du cycle de Krebs, soit la 
citrate synthase, l’α-kétoglutarate déshydrogénase et la PDH1. Selon les conditions, les 
substrats anaplérotiques deviennent de la sorte essentiels pour la survie cellulaire (4, 39, 190, 
194, 230). Des expériences supplémentaires par analyse de substrats marqués permettraient de 
confirmer l’augmentation de l’anaplérose dans les cellules LSFC. De plus, des siRNA contre 




Figure 19. Expression protéique des enzymes anaplérotiques. 
Les fibroblastes immortalisés provenant d’un patient LSFC et d’un patient témoin ont été 
cultivés dans du DMEM standard. L’expression des protéines PC, ME, GLS et GDH a été 
mesurée par immunobuvardage. Les anticorps proviennent de chez Cell Signaling Technology 
(Denvers, MA, USA) pour les enzymes ME, GLS et GDH; et chez Abcam (Toronto, ON, 
Canada) pour l’enzyme PC. PC: pyruvate carboxylase; ME: malic enzyme; GLS, glutaminase; 
GDH: glutamate déshydrogénase; LSFC: Leigh syndrome French Canadian type. Les résultats 
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représentent une moyenne de 6 et 5 expériences indépendantes ± SEM pour PC et ME, 









































Figure 20. Expression génique de c-Myc en conditions basales. 
Les fibroblastes primaires provenant d’un patient LSFC et d’un patient témoin ont été cultivés 
dans du DMEM standard. Les niveaux d’ARNm de c-Myc ont été déterminés par RT-PCR 
(voir annexes). Les résultats représentent une moyenne de six expériences indépendantes ± 
SEM. ** p<0.01. 
c) Synthèse extra mitochondriale d’ATP dans les cellules LSFC.  
Tel que mentionné précédemment dans l’introduction de cette thèse, la voie 
Akt/mTOR joue un rôle clé dans la régulation du métabolisme énergétique. La 
reprogrammation métabolique, en particulier la glycolyse aérobique, permet une synthèse 
rapide de l’ATP indépendamment de la mitochondrie. En effet, le flux glycolytique devient 
200 fois plus élevé de sorte que la synthèse d’ATP par glycolyse est plus importante que la 
production mitochondriale (56, 143, 152). Ce mécanisme est classiquement sous le contrôle de 
la voie mTORC1. Dans la présente étude, nos résultats démontrent que la prévention de 
l’activité de mTORC1 par la rapamycine n’a pas d’effet significatif sur les niveaux d’ATP 
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dans les fibroblastes LSFC alors qu’elle réduit de 15% l’ATP des fibroblastes contrôles. Ainsi, 
il semble que mTORC1 ne jouerait pas un rôle clé dans la synthèse d’ATP dans les cellules 
LSFC. Une étude récente a démontré que l’inhibition de mTORC1 par la rapamycine dans le 
modèle murin du syndrome de Leigh avec un déficit du complexe I était associée à plusieurs 
effets bénéfiques sur la survie (117). De même, l’inhibition de mTORC1 à la fois par probucol 
et la rapamycine, améliore la survie de modèles cellulaires déficitaires du complexe I (201). 
Bien que, les niveaux d’ATP en réponse à la rapamycine n’aient pas été rapportés dans ces 
études, le fait que la rapamycine augmente la survie suppose que celle-ci n’a pas d’effet 
drastique sur la production d’ATP, allant en accord avec nos résultats. Il est important de 
mentionner que l’inhibition de mTORC1 diminue encore plus les niveaux de LRPPRC et de 
COXIV dans les cellules LSFC. Les mêmes résultats sont observés lorsqu’on utilise un autre 
inhibiteur, le KU0063794, qui prévient l’activité des deux complexes, mTORC1 et mTORC2 
(voir annexes). Les mécanismes potentiels de régulation de LRPPRC par mTORC1 sont 
discutés dans le premier manuscrit (p. 95 et p. 96) et sont résumés dans la figure 21 (p. 157). 
Une plus grande diminution de l’expression de COXIV alors que les niveaux d’ATP 
demeurent similaires voire plus élevés dans les cellules LSFC, renforce l’idée d’une synthèse 
d’ATP extra mitochondriale probablement par la glycolyse. Des expériences supplémentaires 
d’inhibition de la glycolyse par du 2-déoxyglucose permettraient d’évaluer la contribution de 
la glycolyse à la synthèse d’ATP dans les cellules LSFC. En complément, l’utilisation d’autres 
substrats comme le galactose, en remplacement au glucose, nous renseignerait également sur 
l’impact de la glycolyse à la synthèse d’ATP et à la survie des cellules LSFC. Rappelons que 
l’un des principaux rôles de mTORC1 est la régulation de la synthèse protéique (136, 204). 
L’étude récente de Peng et al a suggéré que les effets bénéfiques de l’inhibition de mTORC1 
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seraient médiés par la prévention de la synthèse protéique (201). Selon ces auteurs, 
l’activation de mTORC1 serait alors associée à une proteotoxicité liée à une synthèse accrue 
de protéines mutées et dysfonctionnelles. Or dans le cas de la maladie du LSFC, l’inhibition 
de mTORC1 résultant en une diminution plus importante de LRPPRC et donc de COXIV, cela 
suggère que la rapamycine puisse exacerber la dysfonction mitochondriale dans les cellules 
LSFC. Pour cette raison, la rapamycine ne serait probablement pas un traitement approprié 
pour le LSFC. Des expériences supplémentaires étudiant les effets physiologiques du 
traitement de la rapamycine in vivo seraient essentielles pour confirmer la dangerosité de 
celle-ci. 
En résumé, l’inhibition de mTORC1 dans les cellules LSFC augmente la dysfonction 
mitochondriale sans altérer les niveaux d’ATP. Cela soutient l’existence d’une synthèse 





Figure 21. Hypothèse de la régulation de LRPPRC par mTOR. 
Akt : protéine PKB ; mTOR : mamalian target of rapamycin ; p70 S6K: Ribosomal protein S6 
kinase bêta-1PGC-1α : Peroxisome proliferator-activated receptor gamma coactivator 1-alpha; 
4E-BP1 : Eukaryotic translation initiation factor 4E-binding protein 1 ; eIF4E : facteur 






Le schéma ci-dessous illustre les protéines mesurées dans notre étude (Figure 22, p. 
158). Il résume les changements observés dans les cellules LSFC et qui appuient l’hypothèse 
d’une reprogrammation métabolique. 
 
Figure 22. Reprogrammation métabolique des cellules LSFC.  
          : Enzymes inchangées ;      : enzymes déficitaires ou inhibées ;        : enzymes 
surexprimées ou actives dans les cellules LSFC comparativement au contrôles. Nous avons 
précédemment rapporté des défauts de l’OXPHOS et de la β-oxydation dans la maladie du 
LSFC. Dans la présente étude, nous démontrons plusieurs changements moléculaires appuyant 
une reprogrammation métabolique dans les cellules LSFC pour faire face à ces défauts. 
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GLUT1 : transporteur du glucose 1; LDHA : lactate déshydrogénase ; HIF-1α : facteur induit 
par hypoxie ; Akt ou protéine kinase b ; mTOR : mamalian target of rapamycin ; cMYC : 
myelocytomatosis oncogene ; S6K : Ribosomal protein S6 kinase beta-1; GLS1 : 
glutaminase1 ; GDH : glutamate déshydrogénase ; PDHK1 : pyruvate déshydrogénase ; 
pPDH1 : phospho- pyruvate déshydrogénase ; PC : pyruvate carboxylase ; ME : malic 
enzyme ; LRPPRC : Leucine-Rich PPR-motif Containing Protein ; IV : complexe quatre. 
 
(ii) L’AMPK joue-t-il un rôle clé dans la réponse au stress nutritionnel ? 
Les « crises d’acidose lactique » responsables de la majorité des décès des patients 
LSFC surviennent souvent dans des conditions de stress incluant l’infection, l’activité 
physique ou encore une diète riche en gras (22, 217). Une étude récente de notre laboratoire a 
évalué différents facteurs de stress et démontré que les fibroblastes LSFC étaient 
particulièrement susceptibles au stress nutritionnel palmitate/lactate (22). Nous avons donc 
choisi d’étudier les mécanismes adaptatifs impliqués dans la réponse au stress nutritionnel 
palmitate/lactate (1mM/10mM) par l’étude de la voie AMPK. La concentration de lactate 
utilisée dans notre étude avoisine celle retrouvée  durant les crises des patients LSFC (12 à 26 
mM lactate) (59, 173). Quant au palmitate, celui-ci est retrouvé dans les conditions 
physiologiques à jeun au repos, à des concentrations entre 100-500 μM (17, 211). Dans des 
conditions spécifiques de stress métabolique tels que l’exercice physique, l’obésité et le 
diabète de type 2, ces concentrations fluctuent entre 600 et 900 μM (211). La concentration de 
1000 μM utilisée in vitro dans la présente étude se rapproche ainsi des concentrations 
retrouvées dans des situations de dysfonction métabolique. Ce modèle expérimental nous 
permet de mimer les conditions de « crises ». 
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L’AMPK est un senseur du métabolisme énergétique. Cette enzyme est principalement 
activée en réponse à un stress ou une diminution des niveaux d’ATP cellulaire (29, 240). Nous 
sommes partis de l’hypothèse que la dysfonction mitochondriale induirait des altérations dans 
les voies de signalisation nutriment-dépendantes comme l’AMPK. Plus spécifiquement, nous 
avons suggéré qu’un défaut d’activation de la protéine AMPK contribuerait à la plus grande 
susceptibilité des fibroblastes LSFC au stress nutritionnel palmitate/lactate. Effectivement, 
comme le montre la Figure 23 ici-bas (p. 160), l’inhibition de l’activité de l’AMPK augmente 



























































































Figure 23. Effet de l’inhibition de l’activité de l’AMPK sur la survie 
cellulaire en présence de palmitate/lactate 
Les fibroblastes immortalisés d’un patient LSFC et d’un patient contrôle ont été incubés avec 
1mM de palmitate et 10 mM de lactate ; en présence ou non de 10 µM de compound C, un 
inhibiteur de l’activité de l’AMPK. PL : palmitate/lactate ; Comp C : compound C ; LDH : 
lactate déshydrogénase. Les résultats représentent une moyenne de 4 expériences 
indépendantes ± SEM. *** p<0.001 vs basal ; ## p<0.01 vs basal. 
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Il est important de souligner que le lactate à lui seul (10 mM) n’induit pas de mortalité 
cellulaire (22). En effet, au repos chez un sujet sain, le taux de lactatémie varie de 0,8 à 2 mM, 
mais celui-ci peut atteindre les 20 mM dans certaines conditions comme l’exercice physique 
(209, 210). La concentration de 10 mM utilisée dans notre étude n’est donc pas toxique, elle 
ne fait qu’exacerber les effets du palmitate. En conséquence dans la présente discussion, nous 
aborderons plus particulièrement des effets du palmitate sur l’activité de l’AMPK. 
a) Activation de l’AMPK par le palmitate. 
Des études démontrent que l’exposition chronique à un excès de palmitate est associée 
à l’inactivation de l’AMPK (131, 154, 163), suggérant que cette inhibition contribue aux effets 
délétères du palmitate. Par contre, une exposition aiguë au palmitate est associée à l’activation 
de l’AMPK et à une stimulation de la β-oxydation (28, 67, 98, 266). Nous avons donc émis 
l’hypothèse que l’activation de l’AMPK serait un mécanisme compensatoire précoce pour 
faire face à cet excès du palmitate et éviter l’accumulation de ses métabolites toxiques comme 
les céramides. En conformité avec cette hypothèse, nos résultats démontrent qu’une incubation 
de 4h avec le palmitate/lactate est associée à une augmentation de la phosphorylation de 
l’AMPK, de même que celle de son substrat l’ACC dans les cellules de témoins. Le traitement 
palmitate/lactate entraîne également l’augmentation de l’expression de SIRT1, LRPPRC et 
COXIV dans les cellules témoins.  
L’augmentation de la phosphorylation de l’ACC et donc de son inhibition suggère une 
augmentation de la β-oxydation en réponse au palmitate/lactate (17, 259). En effet, l’ACC 
catalyse la synthèse du malonyl-CoA qui exerce un effet inhibiteur sur le transporteur CPT1 
qui régule l’entrée des acides gras dans la mitochondrie (17, 164, 165). L’inhibition de l’ACC 
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par l’AMPK, lève cette inhibition favorisant la β-oxydation (29, 240). Ceci est appuyé par 
l’étude de Watt et al (266) qui a démontré dans les cellules musculaires que l’augmentation de 
la β-oxydation en réponse à l’excès d’acides gras libres était dépendante de l’AMPK. On 
retrouve ici l’idée de base de l’hypothèse de Randle qui stipule que l’augmentation de la 
disponibilité des acides gras libres stimule leur β-oxydation (206). En outre, l’augmentation de 
SIRT1, en collaboration avec l’AMPK, promeut l’activité de PGC-1α pour favoriser la β-
oxydation. Cette situation est retrouvée particulièrement lors d’un exercice physique où 
l’activation de l’AMPK et l’augmentation des acides gras libres circulants stimulent 
l’expression de PGC-1α (266, 271). Aussi, COXIV et LRPPRC sont tous les deux des cibles 
de PGC-1α qui soutiennent indirectement une possible augmentation de celui-ci en réponse au 
palmitate/lactate (43, 121). Dans l’ensemble, nos données suggèrent une augmentation de la β-
oxydation en réponse à un traitement de 4h avec le palmitate/lactate.  
De façon intéressante, nos résultats démontrent que le prétraitement chronique des 
cellules avec le ZMP a un effet additif sur les effets du palmitate/lactate dans les cellules 
témoins. Ces résultats sont en accord avec l’étude de Fillimore et al. (70) démontrant qu’une 
activation chronique de l’AMPK associée à une augmentation des acides gras libres a un effet 
additif sur plusieurs processus du métabolisme incluant l’augmentation de l’expression et/ou 
de l’activité de certaines enzymes impliquées dans la β-oxydation (70, 237, 248). Tous ces 
effets, dont l’activation de l’AMPK, en réponse au palmitate/lactate sont abolis dans les 
cellules LSFC, y compris l’effet additif du prétraitement avec le ZMP. La raison pour laquelle 
l’AMPK n’est pas activée dans les cellules LSFC, en réponse au palmitate/lactate, doit encore 




b) Mécanismes d’activation de l’AMPK par le palmitate. 
Bien que plusieurs études s’accordent pour dire qu’à court terme le palmitate active 
l’AMPK, les mécanismes par lesquels le palmitate active cette dernière sont encore 
controversés.  
En 2002, Kawaguchi et al. (125) ont proposé que les acides gras activent l’AMPK via 
l’augmentation des niveaux de l’AMP. Selon ce concept, l’activation des acides gras libres à 
longue chaîne consommerait beaucoup d’ATP pour leur entrée dans la mitochondrie, résultant 
en une augmentation des niveaux d’AMP. Nous avons testé cette hypothèse en traitant d’abord 
nos cellules avec le DNP qui est connu pour induire une diminution de l’ATP. On se 
demandait si l’AMPK était activable dans les cellules LSFC en réponse à une diminution de 
l’ATP. Nos résultats démontrent que le DNP active l’AMPK à la fois dans les cellules LSFC 
et les cellules témoins. Nous avons également mesuré les niveaux d’ATP en réponse au 
traitement palmitate/lactate. Nos résultats montrent qu’à 4h, le palmitate/lactate ne cause pas 
de diminution des niveaux d’ATP aussi bien dans les cellules LSFC que les cellules contrôles. 
Dans notre étude, on observe donc une activation de l’AMPK indépendamment d’un 
changement des niveaux d’ATP, concordant avec les conclusions des études de Clark et al ; et 
de Watt et al.  (42, 266). Nous avons émis une autre hypothèse en partant du principe que le 
métabolisme du palmitate plus spécifiquement la β-oxydation soit requis pour l’activation de 
l’AMPK. En effet, plusieurs études soutiennent que le 2-bromopalmitate, un analogue du 
palmitate, n’induit pas la phosphorylation de l’AMPK (106, 274). Le 2-bromopalmitate et le 
palmitate sont deux molécules présentant la même affinité pour les sites de liaisons, 
notamment ils se fixent aux mêmes transporteurs d’acides gras (185). Ils sont donc en 
compétition pour la plupart des processus métaboliques incluant par exemple la 
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palmitoylation. Cependant, le 2-bromopalmitate-CoA n’est pas un substrat pour la β-
oxydation, il emprunte d’autres voies comme la ω-oxydation (185, 186). Nos résultats 
démontrent que le traitement au 2-bromopalmitate n’induit pas de phosphorylation de 
l’AMPK dans les cellules témoins, ni dans les cellules LSFC. On pourrait ainsi en déduire que 
la β-oxydation est indispensable à l’activation de l’AMPK par le palmitate. En effet, selon 
différentes études, la β-oxydation du palmitate génère une production de ROS qui activeraient 
l’AMPK via la kinase ATM (Ataxia Telangiectasia Mutated) (6, 28, 155, 183). Également, 
l’H2O2 formé à partir de l’anion superoxyde généré est capable d’activer directement l’AMPK 
en induisant sa phosphorylation (294). Les mécanismes potentiels d’activation de l’AMPK par 














Figure 24. Mécanismes potentiels d’activation de l’AMPK par le palmitate 
ROS : espèces réactives oxygénées, H2O2 : peroxyde d’hydrogène, ATM : Ataxia 
Telangiectasia Mutated, AMPK : protéine kinase activée par l’AMP. 
 
Dans l’ensemble, le palmitate serait métabolisé et oxydé dans les cellules témoins alors 
que cet aspect est réduit dans les cellules LSFC. À noter que des évidences soutiennent un 
défaut de β-oxydation dans les cellules LSFC. En l’occurrence, il a été rapporté que LRPPRC 
jouait un rôle dans le métabolisme des lipides en favorisant la β-oxydation via une 
augmentation de NAD+ par OXPHOS. Une déficience de cette protéine dans les cellules LSFC 
suggère fortement que cette fonction soit altérée (148, 149). De plus, les niveaux élevés 
d’acylcarnitine dans le plasma des patients atteints du LSFC appuient une altération de la β-
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oxydation (247). Des expériences supplémentaires seraient nécessaires pour répondre à cette 
hypothèse telle que l’inhibition de la β-oxydation et de la formation de ROS dans les cellules 
témoins par l’étomoxir et la N-acétylcystéine, respectivement.  
En résumé, le palmitate doit être métabolisé à travers la β-oxydation pour stimuler la 
phosphorylation de l’AMPK. L’altération de la β-oxydation dans les cellules LSFC 
contribuerait ainsi à l’inactivation de l’AMPK et à la plus grande susceptibilité aux 

















































Le LSFC est une maladie métabolique rare et fatale dans la majorité des cas. Le gène 
LRPPRC responsable de cette maladie est associé à plusieurs rôles dans la fonction 
mitochondriale et de manière générale dans le métabolisme énergétique (43, 44, 224, 250). En 
ce sens, notre groupe a précédemment rapporté de sévères altérations métaboliques et une 
importante dysfonction mitochondriale dans le LSFC (22, 247). Bien que nous constations une 
avancée dans la compréhension des mécanismes physiopathologiques du LSFC, beaucoup 
reste à faire avant de mettre au point des traitements. Le but du présent projet de doctorat était 
d’identifier d’éventuelles cibles thérapeutiques par une étude des mécanismes d’adaptation du 
métabolisme énergétique. 
À partir des fibroblastes de peau de patients LSFC, nos résultats suggèrent, dans 
l’ensemble, l’existence d’une reprogrammation métabolique comme mécanisme d’adaptation. 
En l’occurrence, les cellules LSFC arborent une préférence d’un métabolisme glycolytique 
aux dépens du métabolisme oxydatif tel qu’illustré par un flux glycolytique élevé et une 
inhibition de la PDH1. Néanmoins, cette reprogrammation apparaît indépendante de mTOR. 
De façon intéressante, alors que mTOR a été dernièrement une cible thérapeutique 
prometteuse dans les maladies mitochondriales; l’inhibition de cette protéine par la 
rapamycine exacerbe les altérations préexistantes dans la cellule LSFC surtout en augmentant 
la déficience en LRPPRC et en COXIV. D’autre part, lorsque les cellules LSFC sont soumises 
au stress mimant les conditions de crises d’acidose lactique, nos résultats révèlent que les 
mécanismes de compensation médiés par l’AMPK sont défectueux alors qu’elle est 
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fonctionnelle. Plus particulièrement, il apparaît qu’une altération dans le métabolisme des 
lipides pourrait favoriser la dysfonction des mécanismes médiés par l’AMPK. 
Vers l’identification des cibles thérapeutiques… La reprogrammation métabolique est 
principalement régulée par les voies Akt/ mTOR et HIF-1α lesquelles sont surexprimées dans 
les cellules LSFC. Dans la présente étude, nous avons démontré que la voie Akt/mTOR ne 
serait pas une cible appropriée dans la maladie du LSFC. Par contre, HIF-1α pourrait être une 
cible thérapeutique intéressante. En effet, la stabilisation de HIF-1α a été récemment rapportée 
bénéfique et proposée comme thérapie pour les maladies mitochondriales (114). Nous avons 
également démontré qu’un prétraitement au ZMP, activateur spécifique de l’AMPK, 
n’améliore pas les mécanismes de défense des cellules LSFC; suggérant que cibler 
directement l’AMPK ne soit pas approprié en conditions de stress liées à des taux élevés 
d’acides gras. Rappelons que nos résultats suggèrent qu’un défaut de la β-oxydation soit à 
l’origine de l’inactivation de l’AMPK. Ainsi, une alternative serait de cibler les enzymes 
impliqués dans le transport mitochondrial des acides gras tel que la CPT1 enfin de favoriser la 
β-oxydation et l’activation de l’AMPK. Effectivement, une combinaison de L-carnitine, 
propionate et du bleu de méthylène prévient la mort des cellules LSFC en conditions de stress 
palmitate/ lactate (22). 
En conclusion, cette étude apporte des connaissances nouvelles dans la régulation 
moléculaire du métabolisme énergétique des cellules LSFC. Notamment, l’absence 
d’activation de l’AMPK n’a jamais été rapportée dans les cellules LSFC. En outre, nous avons 
démontré pour la première fois que LRPPRC est régulé, dans des conditions différentes, par 
l’AMPK et mTOR. Il est important de noter que le LSFC est caractérisé par une atteinte tissu-
spécifique (59, 173, 225). Il est donc possible que d’autres mécanismes régulateurs soient 
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présents dans d’autres tissus. Le modèle murin porteur de la mutation A354V est létal. Ainsi, 
la conception d’un autre modèle animal de LSFC devient un besoin crucial pour la continuité 
de l’étude du métabolisme des patients LSFC. Les données de la présente étude pourront alors 
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Matériel et méthodes 
RT-PCR 
Extraction des ARNs totaux. Les cellules sont cultivées et traitées selon différentes 
conditions décrites dans l’article 1. Sur glace, les cellules sont lavées deux fois avec du PBS 
froid pour arrêter la réaction. Elles sont lysées et homogénéisées dans un tampon de 1% β-
mercaptoéthanol. L’ARN total est isolé à l’aide du RNeasy mini-kit de chez Qiagen. Celui-ci 
est basé sur l’utilisation des membranes silica qui permettent une purification de haute qualité 
des ARNs. De plus, différents tampons contenant des Dnases, des protéinases et des 
inhibiteurs de RNases sont ajoutés aux échantillons pour une meilleure isolation des ARNs. 
Les lysats sont récupérés dans des tubes auxquels on ajoute de l’éthanol 100%, puis sont 
chargés sur la membrane. L’éthanol permet aux ARNs de mieux se lier à la membrane. In fine, 
tous les ARNs se lient et les contaminants traversent la membrane, puis sont éliminés. La 
purification et la quantité des ARN totaux sont évaluées à l’aide su Bioanalyzer 2100. La 
qualité de l’extraction des ARNs est définie par le ratio A260/A280. Elle est considérée 
comme pure pour un ratio compris entre 1.8 et 2. 
Transcription inverse. La purification des ARNm et la synthèse de l’ADNc sont 
réalisées à l’aide du kit « High-capacity cDNA Reverse Transcription » de chez Life 
Technologies. On ajoute aux échantillons d’ARNs une solution contenant tous les réactifs 
(amorces, une reverse transcriptase, oligonucléotides poly-dT, inhibiteurs d’ARNases) 
nécessaires pour une transcription. L’utilisation d’oligonucléotides poly-dT permet la sélection 
des ARNm uniquement. La réaction nécessite 1 à 5 ug d’ARN pour un volume de 20ul et se 
 
 
déroule en trois étapes. La première étape dure 10min à 25⁰C. Elle permet aux hexamères de 
se lier et l’enzyme commence à les allonger. La deuxième étape est l’étape d’amplification qui 
dure 2 heures à 37⁰C. La dernière étape se déroule à 85⁰C pendant 5 sec et consiste à 
dénaturer l’enzyme. Les échantillons d’ADNc sont conservés à -20⁰C. 
qPCR ou PCR quantitative. La quantification des ARNm est possible grâce à la 
technologie de SYBR Green, un agent fluorescent qui s’intercale entre les bases de l’ADN 
double brin. La fluorescence est proportionnelle au nombre de molécules d’ADN formées et 
donc à la quantité d’ARNm. On utilise le kit « miScript SYBR Green PCR » de chez Qiagen. 
Le kit comprend un tampon contenant les réactifs nécessaires à la réaction de PCR. Ce tampon 
est ajouté aux amorces d’intérêt ainsi qu’à l’ADNc. La réaction de PCR a été réalisée dans un 
volume de 25ul pour une quantité de matrice de 1,25 ng avec un appareil de type MX3005p de 
chez Stratagene. Les amorces à utiliser sont décrites dans le tableau ci-après. 
Analyses des données. On quantifie l’ADNc par la méthode de calcul de la différence 
des Ct (Cycle seuil). Le Ct est le cycle à partir duquel la fluorescence devient détectable. Il est 
inversement proportionnel au log de la quantité de la matrice initiale. La quantité relative de 
l’expression normalisée de chaque gène est calculée selon la formule suivante : 
(1+E)-ΔΔCt 
 
- E (efficacité de la PCR) = 100% → 1 







HIF-1α CAG CTA TTT GCG TGT GAG GA
GTC ACC ATC ATC TGT GAG AAC C
GLUT1 GCG GAA TTC AAT GCT GAT GAT
CAG TTT CGA GAA GCC CAT GAG
LDHA AAT ACA GCC CGA ACT GCA AG
CGC TTC CAA TAA CAC GGT TT
PDHK1 GGT TAC GGG ACA GAT GCA GT
CGT GGT TGG GTT GTA ATG C
Reference gene
PPia CCG ATG ACG AGC CCT TGG
GCC GCC AGT GCC ATT ATG
 




Mesure de la nécrose 
La nécrose est mesurée à l’aide du « Cytotox 96 non-radioactive cytotoxicity assay » 
(Promega, Madison, WI, USA). Les cellules sont cultivées dans du milieu DMEM avec ou 
sans traitement dans une plaque transparente de 96 puits pour 10 000 cellules par puits. Le 
surnageant et le culot cellulaire sont prélevés puis incubés avec une solution de lyse pendant 1 
h. Un mélange de substrats contenant la diaphorase et le sel de tétrazolium est ajouté et les 
cellules sont laissées dans le noir pendant 30 min à la température de la pièce. La réaction est 
arrêtée avec 1 M d’acide acétique.  
Les cellules nécrotiques libèrent une enzyme lorsque leur membrane se fragmente : la 
lactate déshydrogénase (LDH). La libération de cette dernière reflète l’état nécrotique de la 
cellule. Elle catalyse la réaction « NAD+ + lactate  →  Pyruvate + NADH », couplée à celle de 
la diaphorase « NADH + sel de tétrazolium  →  NAD+ + formazan (rouge) » permettant de 
transformer le sel de tétrazolium en formazan de couleur rouge. 
NAD+ + lactate  →  Pyruvate + NADH
LDH
NADH + sel de tétrazolium →  NAD+ + formazan (rouge) 
Diaphorase
 
L’intensité de la couleur rouge formée est proportionnelle à la quantité de LDH 
relâchée et est mesurée par densité optique à 490 nm à l’aide du Synergy 2 de chez Biotek 
(Winooski, VT, USA). Un puit avec simplement du milieu de culture est utilisé pour mesurer 




Effet de KU0063794, inhibiteur des deux complexes mTORC1 et mTORC2 
La rapamycine est un inhibiteur spécifique de mTORC1 pouvant dans certains cas d’un 
traitement prolongé, inhiber mTORC2. Ceci dit, dans notre étude, le traitement à la 
rapamycine induit une augmentation de la phosphorylation de l’Akt suggérant que mTORC2 
est bel est bien active. Ainsi, pour pallier aux effets éventuels de mTORC2, un deuxième 
inhibiteur a été utilisé soit le KU0063794 qui cible les deux complexes à la fois. En effet, il 
n’existe pas d’inhibiteur spécifique de mTORC2. Les cellules ont donc été incubées avec le 
KU0063794 à 2,5 uM pour une durée de 20h similaire à celui de la rapamycine. La 
concentration pour le KU0063794 a été déterminée en se basant sur la littérature.  En réponse 
au KU0063794, la phosphorylation de mTOR était diminuée de 79% et de 86% dans les 
cellules contrôles et les cellules LSFC, respectivement. KU0063794 était également associée à 
une réduction de p-p70 S6K (p≤0.01) de 95% et de 97% dans les cellules contrôles et les 
cellules LSFC. L’augmentation de la phosphorylation de l’Akt était abrogée avec KU0063794. 
Ensemble, ces résultats suggèrent l’inhibition des deux complexes en réponse au KU0063794. 
En accord avec les résultats observés avec le traitement à la rapamycine, on a observé, 
en réponse au KU0063794, une augmentation de la phosphorylation de PDH1 de 59% et de 
57% dans les cellules contrôles et les cellules LSFC. En outre, le traitement au KU0063794 a 
entraîné une diminution de l’expression de LRPPRC et de COXIV aussi bien dans les cellules 
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Effet de KU0063794, inhibiteur des deux complexes mTORC1 et mTORC2
 
Les fibroblastes primaires provenant d’un patient LSFC et d’un patient témoin ont été traités 
avec 2,5 µM de KU0063794 pendant 20 h. Les niveaux totaux ou phosphorylés des protéines 
mTOR, p70 S6K, Akt, PDH1, LRPPRC, and COXIV ont été déterminé par 
immunobuvardage.  
 
 
 
 
 
 
